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Il gambero e' un frutto del mare, te lo puoi fare sia arrosto, bollito, grigliato al 
forno, saltato, c'e lo spiedino di gamberi, gamberi con cipolle, zuppa di gamberi, 
gamberi fritti in padella, con la pastella, a bagnomaria, gamberi con le patate, 
gamberi al limone, gamberi strapazzati, gamberi al pepe, minestra di gamberi, 
stufato di gamberi, gamberi all'insalata, gamberi e patatine, polpette di gamberi, 
tramezzini coi gamberi, e questo e' tutto, mi pare (Forrest Gump). 
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1 INTRODUZIONE 
 
1.1 Importanza ecologica delle zone costiere 
Le coste rappresentano il confine tra le terre emerse ed il mare; esse sono 
estremamente diversificate, caratterizzate da diversi habitat popolati da specifici 
gruppi animali e vegetali. La tutela di questi ambienti è una delle priorità sia del 
competente Ministero italiano, che dell’Unione Europea; gli enti preposti si 
occupano sia di provvedere a dei continui monitoraggi al fine di ridurre 
inquinamento e degrado costiero, che al mantenimento della biodiversità nelle zone 
di transizione. 
Il Friuli Venezia Giulia è una delle Regioni italiane che si affacciano sul mare; la 
costa, si presenta diversificata: a est sul Golfo di Trieste è alta e rocciosa e le spiagge 
sono ridotte; nella zona centro – occidentale, tra le foci di Isonzo e Tagliamento, si 
estende il complesso lagunare di Grado e Marano. Quest’ultimo sistema, suddiviso in 
due differenti unità, la Laguna di Grado e la Laguna di Marano caratterizzate da 
parametri ecologici differenti, è il più sensibile alle alterazioni ambientali naturali ed 
indotte dall’uomo. La perdita della naturalità delle zone umide costiere è un pericolo 
da non sottovalutare data la loro importanza ecologica: oltre alla peculiarità 
paesaggistica, è qui infatti che trovano riparo numerose specie ittiche e di uccelli 
migratori che in questi ambienti svernano e si riproducono. 
1.2 I Crostacei nelle reti trofiche 
In ambiente lagunare tra le specie che costituiscono le varie comunità ecologiche si 
instaurano stretti rapporti alimentari. In questo contesto, i Crostacei sono organismi 
fondamentali nel trasferimento di materia ed energia all’interno delle reti trofiche. 
Spesso rivestono il ruolo di keystones e quindi il loro indebolimento o scomparsa si 
ripercuote su tutto l’ecosistema. 
Esistono diversi studi che dimostrano da un lato quali siano le preferenze alimentari 
dei Crostacei, dall’altro le interazioni comportamentali tra i Crostacei e i loro 
predatori (Backwell et al., 1998; Viscido e Wethey, 2002). 
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Sebbene tra i Decapodi, l’Ordine più ricco tra i Crostacei, esistano alcune specie 
detritivore che scavano fosse in substrati mobili, la strategia alimentare prevalente è 
la predazione. 
Nella predazione i Crostacei dimostrano delle preferenze alimentari, risultando a 
volte utili nel mantenimento degli equilibri all’interno degli ecosistemi. Mistri (2004) 
ha infatti dimostrato che, nelle valli della foce del Po in cui vivono due specie di 
bivalvi alloctoni, Ruditapes philippinarum introdotta dall’uomo a scopi commerciali 
e Musculista senhousia introdotta accidentalmente, il granchio autoctono Carcinus 
aestuarii preferisce predare la seconda specie controllandone quindi la crescita. 
I pesci sono sia prede (Fairchild e Howell, 2000) che predatori (De Pirro et al. 1999) 
di Crostacei, mentre gli uccelli acquatici che popolano le coste, ed in particolare le 
lagune, sono fondamentali come indicatori, oltre che degli stock di pesci, anche delle 
popolazioni di invertebrati come ad esempio Policheti e Crostacei. (Barret et al., 
2007). 
Diversi gruppi di ricerca hanno sviluppato numerose tecniche per lo studio delle 
relazioni che intercorrono tra gli uccelli acquatici e le loro prede (Barret et al., 2007). 
Applicando una di queste tecniche Moreira (1997) è riuscito a valutare l’impatto che 
ha la predazione degli uccelli costieri sulle comunità bentoniche, valutando da un 
lato la quantità di energia necessaria agli uccelli, dall’altro la biomassa prodotta dalle 
loro prede. Le prede maggiormente consumate da tutti gli uccelli presenti nell’area di 
studio (la foce del Tago in Portogallo) sono risultate essere Carcinus maenas, i 
bivalvi appartenenti al genere Scorbicularia e alcune specie di alghe. In particolare i 
granchi vengono maggiormente predati dalla specie di gabbiano Larus fuscus. 
I Crostacei, pur essendo delle prede apprezzate dagli uccelli acquatici, possono 
essere considerati anche dei bioturbatori (Botto e Iribarne, 2000). Alcune specie di 
Decapodi fossori, tra cui i gamberetti Callianassa spp., Upogebia spp. e il granchio 
Chasmagnathus granulatus, scavando le loro tane alterano il substrato rendendolo 
meno usufruibile da alcune specie di uccelli limicoli. È infatti stato osservato che in 
aree in cui la densità di questi Crostacei è elevata, l’avifauna è scarsa (Iribarne at al. 
2005). Inoltre è stato dimostrato che in queste stesse zone sono alterati i rapporti 
preda – predatore tra limicoli e Policheti; questi ultimi, che solitamente scavano tane 
verticali, sono avvantaggiati dalla presenza di tane a due uscite, precedentemente 
scavate dai Crostacei, rendendoli meno sensibili alla predazione tattile (Palomo et 
al., 2003). 
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L’importanza dei Crostacei è dimostrata dal fatto che l’alterazione di alcuni 
parametri ambientali, ripercuotendosi sulla loro fisiologia e sulla loro vitalità, incide 
sugli equilibri esistenti all’interno delle reti trofiche. Taylor e Eggleston (2000) 
hanno dimostrato che le condizioni di ipossia che si verificano molto spesso nelle 
zone umide, alterano le dinamiche preda – predatore tra il granchio Callinectes 
sapidus ed il bivalve Mya arenaria: in queste condizioni ambientali i molluschi 
diminuiscono la profondità delle loro tane divenendo più disponibili come prede per i 
granchi. Anche la temperatura può influire sulla capacità di predazione dei Crostacei; 
ad esempio la richiesta metabolica del granchio Carcinus maenas diminuisce sotto i 
9° C, mentre sotto i 6° C questa specie smette di predare (Cohen et al., 1995). 
1.3 Effetti della salinità sui Crostacei 
La salinità è un parametro fondamentale nell’equilibrio delle lagune e dei bacini che 
caratterizzano le coste del Friuli Venezia Giulia. Negli ambienti paralici in cui si 
osservano ampie oscillazioni stagionali della salinità, i Crostacei hanno evoluto 
apparati osmoregolatori efficaci per il mantenimento dell’omeostasi, che prevedono 
l’utilizzo di macromolecole, il trasferimento di acqua e ioni attraverso le superfici 
corporee, cambiamenti nel livello di attività e nella spesa energetica (Pèqueux 1995; 
Rowe 2002). 
Di seguito vengono riportati e descritti i vari siti di scambio ionico e i tessuti 
implicati nell’osmoregolazione che si sono evoluti nei Crostacei osmoregolatori. 
- Cuticola: rappresenta la prima barriera di protezione verso l’ambiente esterno 
(Péqueux 1995); qui si innescano movimenti ionici e soprattutto di acqua, per 
il mantenimento dell’osmolalità dell’emolinfa al variare delle condizioni 
della salinità esterna. Diversi studi hanno infatti dimostrato che al variare 
della salinità, varia la permeabilità corporea (Campbell e Jones 1990; 
Rasmussen e Bjerregaard 1995; Rainbow e Black 2001). 
- Intestino e organi escretori: la continua ingestione di acqua da parte dei 
Crostacei rende necessario il coinvolgimento nell’osmoregolazione del tratto 
gastro-intestinale. Nonostante non siano ancora noti i meccanismi di 
assorbimento ionico a livello dell’intestino, è chiaro che alcune sue cellule 
siano identiche agli ionociti tipici delle branchie, principali tessuti 
osmoregolatori (Péqueux 1995). Anche le ghiandole antennali, gli organi 
escretori dei Crostacei, sono fondamentali soprattutto nella regolazione del 
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volume corporeo e degli ioni bivalenti, tra cui il Mg2+. Sembra che al variare 
della salinità ambientale, in numerosi Crostacei vari la quantità di urina 
prodotta, oppure vari la sua concentrazione (Péqueux 1995; Rasmussen e 
Bjerregaard 1995; Lin et al. 2000; Zanotto e Wheatly 2006). 
- Branchie: sono queste i principali siti di iono- ed osmoregolazione, in 
particolare sembra che siano maggiormente implicate le branchie posteriori, 
ricoperte da spessi epiteli costituiti da ionociti, cellule specializzate per il 
trasporto ionico (Péqueux 1995; Dunel–Erb et al. 1997; Barradas et al. 
1999a; Barradas et al. 1999b; Cieluch et al. 2005), le cui membrane 
presentano alcuni enzimi fondamentali. Un esempio è la pompa sodio-
potassio che regola l’assorbimento del sodio dall’ambiente esterno (Barradas 
et al. 1999b). Numerosi studi hanno dimostrato come varia l’attività di questo 
enzima in seguito all’alterazione della salinità esterna (Lucu e Devescovi 
1999; Lucu e Towle 2003; Hongyu et al. 2006; Tsai e Lin 2007). Altrettanto 
importante è la presenza dell’anidrasi carbonica, necessaria per la regolazione 
di Cl-/HCO3- e Na+/H+ (Péqueux 1995; Skaggs e Henry 2002; Pavicic - 
Hamer et al. 2003; Serrano et al. 2007). 
I tessuti osmoregolatori appena descritti, rispondono alle alterazioni della salinità con 
modificazioni morfologiche e fisiologiche. Queste risposte sono controllate a diversi 
livelli. E’ noto ad esempio che la regolazione osmotica è sottoposta alla modulazione 
da parte di neuroormoni e bioamine (dopamina, norepinefrina, etc) prodotti e regolati 
dal sistema nervoso e dal peduncolo oculare (Zatta 1987; Eckhardt et al. 1995; 
Santos 1996; Spanings- Pierrot 2000). Serrano et al. (2003) hanno valutato la 
variazione della concentrazione di sodio nell’emolinfa del gambero d’acqua dolce 
Astacus leptodactylus in seguito all’ablazione bilaterale del peduncolo oculare: la 
concentrazione di questo elettrolita, dopo brusche diminuzioni, può essere ripristinata 
in seguito all’iniezione di estratto di peduncolo. Questo dimostra il coinvolgimento 
dei fattori neuroendocrini presenti nella ghiandola del seno nei processi di 
osmoregolazione. Nel granchio Callinectes sapidus è stato inoltre ipotizzato che 
l’induzione dell’anidrasi carbonica, presente sulle membrane delle branchie 
posteriori, avvenga sotto controllo neuroendocrino tramite il complesso ghiandola 
del seno/organo-X (SG-XO) del peduncolo oculare e che l’espressione genica, alla 
base dell’induzione, sia controllata da un ormone appartenete alla famiglia del cHH 
(crustacean Hyperglycemic Hormone) sempre prodotto dal sistema SG-XO. (Henry 
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2005; Henry e Borst 2006). Anche l’attività di alcune bioamine, come ad esempio la 
dopamina, sembra essere coinvolta nel mantenimento delle funzioni di iono- ed 
osmoregolazione delle branchie posteriori: nei granchi Eriocheir sinensis e 
Chasmagnathus granulatus questo neurotrasmettitore agisce indirettamente su 
enzimi come l’Na+/K+-ATPasi attraverso la stimolazione di secondi messaggeri 
intracellulari (cAMP) (Ling Mo et al. 2003; Genovese et al. 2006). 
1.3.1 Risposte fisiologiche: ruoli metabolici 
L’importanza della salinità nell’ambiente di vita dei Crostacei è dimostrata dal fatto 
che le sue alterazioni vengono percepite, già in fase embrionale (Susanto e 
Charmantier 2001; Taylor e Seneviratna 2005), grazie alla presenza di osmorecettori 
posizionati prevalentemente in corrispondenza delle aperture delle camere branchiali, 
oppure sulle zampe, sulle antenne e sulle antennule (Dufort et al. 2001).  
Le variazioni di salinità attivano nei Crostacei osmoregolatori i meccanismi per il 
mantenimento dell’omeostasi, e quindi l’adattamento alle nuove condizioni. Questi 
meccanismi implicano un continuo sostegno energetico, garantito dalla mobilitazione 
di zuccheri dai siti di riserva. 
Che il metabolismo dei carboidrati fosse implicato nei processi di osmoregolazione è 
noto già da molti anni; Lacerda e Sawaya (1986) hanno dimostrato che nel granchio 
Callinectes danae, in seguito all’alterazione della salinità, la concentrazione di 
glucosio presente nell’emolinfa varia, diminuendo alle condizioni osmotiche 
estreme. Durante la sua esposizione a diverse salinità Spaargaren e Haefner (1987) 
hanno ottenuto che in Crangon crangon il picco glicemico massimo è stato raggiunto  
alla salinità di 12 PSU, mentre a salinità inferiori la concentrazione di glucosio 
rimane più bassa. Il rapido consumo di zuccheri, è stato dimostrato anche in 
Neomysis integer, un Misidaceo eurialino che è isotonico con l’ambiente esterno a 18 
PSU: partendo da 3 PSU, l’acclimatazione alle salinità 5 PSU e 25 PSU determina la 
mobilitazione delle riserve energetiche (Verslycke e Janssen 2002). Analoghi 
risultati sono stati ottenuti in Neosarmatium spp. esposti a 16, 48 e 65 PSU partendo 
da 32 PSU (Gillikin et al. 2004), mentre nei gamberetti Palaemonetes pugio e P. 
vulgaris esposti a salinità comprese tra 0,5 – 35 PSU è stato osservato che il 
consumo di energia è massimo a 0,5 PSU ed è minimo alla salinità 10 PSU (Rowe 
2002). 
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La gluconeogenesi, processo metabolico che permette la formazione di glucosio, 
avviene nell’epatopancreas nei momenti di carenza energetica, a partire da precursori 
non saccaridici. Tra questi si hanno prevalentemente gli amminoacidi 
epatopancreatici da cui viene eliminato il gruppo amminico, e il lattato prodotto 
durante il metabolismo anaerobio, che vengono convertiti in piruvato. Quest’ultimo 
viene riconvertito in glucosio seguendo a ritroso le tappe della glicolisi. Una via 
alternativa per il rifornimento di glucosio è rappresentato dalla glicogenolisi. 
La neosintesi dello zucchero è fondamentale sia perché questo metabolita, che può 
essere utilizzato come biomarker dell’alterazione ambientale (Lignot 1999; Lorenzon 
et al. 2004, 2005, 2007), fornisce rapidamente energia in forma di ATP, attraverso le 
vie metaboliche della glicolisi e della fosforilazione ossidativa, sia perché il glucosio 
introdotto con l’alimentazione spesso non è sufficiente per il sostenimento del 
metabolismo. Soprattutto durante gli stress osmotici, quando questo metabolita viene 
utilizzato per il mantenimento dell’omeostasi, una fonte energetica alternativa è 
rappresentata dagli amminoacidi non utilizzati per la sintesi delle proteine e dalle 
proteine stesse. 
L’importanza delle proteine è stata dimostrata anche in studi condotti sulle larve di 
specie di Crostacei Decapodi; sembra infatti che durante l’esposizione a diverse 
salinità degli stadi giovanili, la loro crescita avvenga solo se viene fornita una 
quantità di amminoacidi sufficiente sia per la regolazione osmotica che per 
l’accrescimento (Anger et al. 1998; Rosas et al. 1999; Lemos et al. 2001; Rosas et al. 
2001; Rosas et al. 2002; Torres et al. 2002; Fockedey et al. 2005). 
Sembra inoltre che durante gli stress osmotici la presenza degli amminoacidi liberi 
(FAA) sia fondamentale per il mantenimento dell’osmolalità dei fluidi intracellulari 
(Tan e Choong 1981). Il fatto che gli amminoacidi liberi abbiano un duplice ruolo 
durante l’acclimatazione a salinità alterate è stato messo in evidenza da Oliveira e da 
Silva (2000): nel granchio Chasmagnathus granulata mantenuto a condizioni 
ipoosmotiche e nutrito con una dieta ricca di proteine, da un lato viene mantenuta 
l’osmolalità dei fluidi corporei, dall’altro aumenta la concentrazione di glicogeno 
nell’epatopancreas.  
In C. maenas e Marsupenaeus japonicus l’esposizione a basse salinità causa un 
decremento della concentrazione di FAA e in Penaeus keraturus si è dimostrato in 
particolare un decremento di glicina, alanina e prolina (Lee e Chen 2003). 
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Il catabolismo degli amminoacidi e proteine determina la formazione di composti 
azotati, rappresentati per il 60 – 70 % da ammoniaca, eliminata attraverso le 
branchie, e per la rimanente percentuale da urea ed acido urico, eliminati attraverso 
le ghiandole antennali (Lee e Chen 2003; Weihrauch et al. 2004). La funzione 
escretoria è fondamentale durante i processi di osmoregolazione, contribuendo sia a 
mantenere il volume corporeo e a prevenire la disidratazione nel caso di esposizione 
ad ambienti ipersalini, che a mantenere l’equilibrio ionico nei fluidi corporei. È stato 
dimostrato che l’esposizione dei Crostacei a salinità modificate determina variazioni 
nella secrezione sia di urina che di ammoniaca. Lin et al. 2000 hanno dimostrato che 
l’esposizione del gamberetto Penaeus monodon a diverse salinità causa una 
diminuzione nella quantità di urina prodotta all’aumentare della salinità. 
Analizzando le percentuali dei composti azotati che si formano durante l’esposizione 
a differenti salinità del gamberetto Marsupenaeus japonicus, Lee e Chen (2003) 
hanno trovato che a 18 PSU vengono prodotti il 90,9 % di ammoniaca, il 3,1 % di 
urea e il 4,2 % di altri composti organici, mentre a 42 PSU le percentuali variano 
rispettivamente a 38,5 %, 10,9 % e 50,4 %. La diminuzione della percentuale di 
ammoniaca e l’aumento dell’urea eliminate durante stress iperosmotici, indicano sia 
la minor capacità di scambio ionico attraverso le branchie, come di seguito riportato, 
che la necessità di produrre composti meno tossici attraverso un incremento dei 
processi di ureogenesi. 
1.3.2 Risposte fisiologiche: regolazione ionica 
L’emolinfa è un tessuto in cui sono presenti numerose specie ioniche (Na+, K+, Mg2+, 
Ca2+, Cl-, HCO-3) (Robertson 1961; Burton 1995; Onken 1999; Zanotto 2002) che 
tendono a muoversi attraverso le superfici corporee per il mantenimento della 
tonicità corporea. 
Nei Crostacei osmoconformi, per lo più stenoalini, i movimenti ionici attraverso gli 
epiteli e le membrane sono passivi, e tendono a mantenere i fluidi corporei isotonici 
con l’ambiente esterno. In genere esiste per ogni specie un intervallo di salinità 
fisiologico, entro il quale la specie mantiene la conformità; oltre i limiti di questo 
intervallo si innescano dei movimenti attivi in corrispondenza dei tessuti 
osmoregolatori. In questo caso i Crostacei, che sono eurialini, vengono definiti 
osmoregolatori ed in particolare ipo- iper- osmoregolatori se mantengono sempre la 
tonicità dell’emolinfa indipendentemente dai cambiamenti dell’ambiente esterno, e 
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iper- osmoregolatori quando mantengono l’emolinfa iperosmotica in ambienti in cui 
è diminuita la salinità, ma sono isotonici in ambienti in cui la salinità è aumentata 
(Péqueux 1995). 
Le lagune e gli estuari sono ecosistemi in cui tipicamente si adattano Crostacei osmo- 
iono- regolatori, che oltre a dover affrontare variazioni stagionali di salinità, 
trascorrono varie fasi del loro ciclo di vita in ambienti molto diversi come il mare 
aperto e ambienti costieri paralici. 
Come precedentemente descritto i movimenti ionici avvengono in corrispondenza dei 
tessuti osmoregolatori, in particolare le branchie, costituite da ionociti sulle cui 
membrane sono presenti i canali e le pompe ioniche. I meccanismi della 
ionoregolazione, soprattutto del reclutamento di ioni sodio e cloro, non sono del tutto 
chiari, ma possono essere riassunti nella seguente maniera: 
- ingresso di sodio attraverso la membrana apicale degli epiteli che avviene 
grazie alla presenza di canali ionici, proteine di scambio Na+/H+, Na+/NH4+, 
Na+/K+/2Cl-, 
- passaggio di sodio attraverso la membrana basale degli epiteli verso 
l’emolinfa grazie alla presenza dell’enzima Na+/K+-ATPasi che trasporta Na+ 
dalla branchia all’emolinfa scambiandolo con K+ e/o NH4+, 
- ingresso di cloro attraverso la membrana apicale degli ionociti che avviene 
grazie alla presenza di proteine di scambio Cl-/HCO3-; l’anidrasi carbonica è 
un enzima fondamentale in quanto procede alla catalisi dell’anidride 
carbonica in acido carbonico derivata dalla respirazione, 
- passaggio di cloro nell’emolinfa grazie alla presenza di canali ionici secondo 
un gradiente di concentrazione (Piller et al. 1995; Onken e Riestenpatt 1998; 
Henry 2001; Ling Mo et al. 2003; Henry et al. 2003). 
I numerosi studi fatti per approfondire come avvenga la ionoregolazione nei 
Crostacei e la loro conseguente capacità di adattamento ad ambienti in cui varia la 
salinità sono anche molto importanti per il ruolo che sostanze inquinanti quali i 
metalli pesanti possono avere. Queste sostanze infatti possono sostituirsi ai sali 
durante i passaggi attraverso le pareti e le membrane, andando a danneggiare i tessuti 
utilizzati nella ionoregolazione, e ad accumularsi nel corpo dei Crostacei (Lignot et 
al. 2000; Roast et al. 2002; Skaggs e Henry 2002; Erk et al. 2008). 
Lignot et al. (2000) hanno sottolineato che la capacità di osmoregolazione (OC), 
definita come la differenza della pressione osmotica tra ambiente interno ed esterno, 
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è un’importante biomarker per il monitoraggio delle alterazioni fisiologiche in 
seguito ad alterazioni ambientali o esposizione a sostanze inquinanti. Nel loro lavoro 
di revisione hanno riportato sia come variano i flussi di acqua, Na+ e Cl- attraverso i 
tessuti osmoregolatori che l’attività degli enzimi coinvolti nella ionoregolazione, 
durante l’esposizione a vari stressogeni. Ad esempio per il granchio C. maenas 
esposto a concentrazioni sub letali di DDT e di piombo, l’attività dell’ Na+/K+-
ATPasi diminuisce rispettivamente del 43,5 % e del 50 %, mentre in seguito ad 
esposizione a cadmio e zinco è compromessa la capacità di regolare i flussi d’acqua. 
1.3.2.1 Na+/K+-ATPasi 
Onken (1999) ha dimostrato che nel granchio Eriocheir sinensis i flussi di Na+ e Cl- 
che si innescano attraverso gli epiteli sono indipendenti l’uno dall’altro e variano in 
base alla salinità. Analoghi risultati sono stati ottenuti utilizzando l’astice Homarus 
spp. In particolare è stato osservato che dopo il trasferimento a basse salinità di 
Homarus gammarus, si verifica nelle prime 12 ore una drastica diminuzione delle 
concentrazioni di sodio e cloro e un loro recupero nell’arco dei 15 giorni successivi, 
probabilmente per un aumento dell’attività di sintesi di nuovi enzimi nelle branchie 
(Lucu e Devescovi 1999; Charmantier et al. 2001).  
Due aspetti sono fondamentali per la comprensione dei meccanismi di 
ionoregolazione a salinità alterate: la loro cinetica e la neo sintesi di enzimi. 
Per quanto riguarda i tempi di reazione dei tessuti osmoregolatori Ling Mo e 
Greenaway (2001) hanno osservato che, durante il trasferimento del gambero 
dulciacquicolo Cherax destructor in acqua salata, la concentrazione del cAMP, 
necessario per la stimolazione dell’enzima Na+/K+-ATPasi, aumenta. Un primo 
aumento si verifica dopo 10 minuti e si protrae per 2 ore in risposta alla rilevazione 
del cambiamento della concentrazione esterna degli ioni. Dopo 6 ore di esposizione 
un secondo picco indica l’avvenuta percezione dell’alterazione della concentrazione 
interna degli ioni. 
Per quanto riguarda la produzione ex novo di Na+/K+-ATPasi, è ancora poco chiaro 
se la capacità di osmoregolazione nei Crostacei dipenda da un effettivo aumento 
della sua attività, oppure da un aumento della sua concentrazione a livello delle 
membrane basolaterali degli ionociti. Sembra tuttavia che le alterazioni della salinità 
abbiano un’influenza sulla capacità di espressione delle sequenze di amminoacidi 
specifiche per la sintesi di nuove molecole di Na+/K+-ATPasi (Towle et al. 2001; 
Lucu e Towle 2003; Chung 2006). 
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1.3.2.2 Anidrasi carbonica (CA) 
L’anidrasi carbonica agisce successivamente alla diluizione del mezzo esterno. 
Questo è stato dimostrato in alcune specie di Crostacei, tra cui i granchi eurialini 
Callinectes sapidus e Carcinus maenas. Nella prima specie è stato osservato che il 
passaggio ad ambienti diluiti, induce una risposta della CA inversamente 
proporzionale alla salinità esterna. In C. maenas invece è stato dimostrato il ruolo 
dell’anidrasi carbonica, attraverso la sua inibizione con acetazolamide: in seguito al 
trasferimento di questa specie in ambienti fortemente diluiti vengono infatti a 
mancare gli equilibri tra gli ioni negativi presenti nell’emolinfa. Più recentemente è 
stata individuata per queste specie la salinità critica, quella al di sotto della quale 
viene stimolata l’attività dell’anidrasi carbonica cioè 26 PSU (Henry 2001; Henry et 
al. 2003; Henry 2005). 
Come per gli enzimi Na+/K+-ATPasi e H+-ATPasi, anche per la CA l’espressione 
genica è influenzata dalla salinità e in particolare si è visto che di questa proteina 
esistono due isoforme, l’una posizionata sulla membrana degli ionociti, attiva 
nell’intervallo di salinità in cui una specie si mantiene conforme con l’ambiente 
esterno, l’altra libera nel citoplasma e attivata in seguito a diminuzione della salinità 
del mezzo. È quest’ultima molecola ad essere maggiormente implicata nella 
ionoregolazione (Henry et al. 2003; Serrano et al. 2007). 
1.3.2.3 Altri scambi ionici 
Nonostante la pompa sodio potassio e l’anidrasi carbonica siano gli enzimi principali 
nei processi di ionoregolazione, recentemente è stata messa in luce l’importanza di 
un’altra proteina che catalizza il passaggio di ioni H+ attraverso le membrane 
cellulari: H+-ATPasi. Questo enzima che viene attivato in seguito alle alterazioni 
della salinità, è presente sulle membrane apicali nei Crostacei d’acqua dolce e 
terrestri e libera nel citoplasma dei Crostacei marini (Genovese et al. 2005; 
Beyenbach et al. 2006; Tsai e Lin 2007). 
Nei Crostacei l’accumulo di ammoniaca e ione ammonio, tossici per la maggior parte 
degli animali, provoca alterazioni nella capacità di osmoregolazione (Weihrauch et 
al. 2004). Come riportato precedentemente (paragrafo 1.3.1) l’ammoniaca e lo ione 
ammonio sono derivati dal catabolismo delle proteine e vengono eliminati attraverso 
scambi ionici in corrispondenza dei tessuti osmoregolatori. A livello delle branchie 
questo è possibile per due ragioni: innanzi tutto lo ione ammonio e il potassio hanno 
lo stesso raggio ionico e la stessa carica, inoltre esistono sulle membrane apicali delle 
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pompe di scambio Na+/NH4+ e H+/NH4+ (Weihrauch et al. 2002). Oltre a queste in C. 
sapidus, sembra essere coinvolta anche la pompa sodio potassio; Masui et al. (2002) 
hanno trovato che questo enzima possiede due siti per l’idrolisi dell’ATP, uno 
stimolato dal potassio ed uno dagli ioni ammonio. 
1.4 Effetti della temperatura sui Crostacei 
Un altro parametro molto importante per la caratterizzazione degli ecosistemi 
acquatici è la temperatura che è soggetta a variazioni sia giornaliere che stagionali, 
soprattutto in zone costiere. A queste oscillazioni si aggiungono modificazioni 
dovute alle attività umane che aggravano fenomeni naturali, come il riscaldamento 
del pianeta, attraverso significativi aumenti della concentrazione di anidride 
carbonica in atmosfera. Marbà e Duarte (1997) hanno evidenziato che l’aumento 
della piovosità, l’innalzamento del livello marino e la conseguente erosione delle 
coste, correlati al riscaldamento globale, hanno effetti diretti sull’accrescimento delle 
praterie di Posidonia oceanica, una delle maggiori specie vegetali che caratterizzano 
gli ambienti marini mediterranei. Il danno provocato sulla vegetazione ha 
conseguenze dirette sulle specie animali che popolano le zone costiere. Diversi studi 
hanno messo in evidenza l’importanza delle praterie per molte specie di Crostacei 
Decapodi: la tipica distribuzione a macchie della vegetazione fornisce protezione ai 
diversi stadi giovanili di queste specie animali, che scelgono l’habitat a loro più 
favorevole per accrescersi senza essere disturbati dai predatori (Sanchez 1997; 
Eggleston et al. 1998). 
Dal punto di vista ecologico i Crostacei hanno adottato diverse strategie di 
adattamento sia in ambienti in cui la temperatura è più stabile che in quelli in cui la 
temperatura subisce delle oscillazioni. In quest’ultimo caso si ha una grande 
influenza su diversi momenti dei cicli vitali dei Crostacei, condizionandone la 
distribuzione. 
Diversi studi hanno evidenziato la capacità dei Crostacei di sopravvivere alle 
alterazioni di temperatura, determinando per ciascuna specie quale sia il valore 
meglio tollerato (CTMax, temperatura critica massima) (Korhonen e Lagerspetz 
1995; Fernando et al. 2002; Manush et al. 2004; Re et al. 2005). Questa tecnica, che 
prevede l’identificazione dei primi segnali di stress termico individuabili tramite la 
valutazione della diminuzione della capacità di locomozione, ha permesso di 
stabilire, ad esempio, che la temperatura massima sopportata da Carcinus maenas, 
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granchio eurialino che vive nella zona intertidale, pescato in autunno ed acclimatato 
a 22° C, è di 35,8° C (Cuculescu et al. 1998). 
1.4.1 Risposte fisiologiche 
Sebbene dal punto di vista ecologico i Crostacei abbiano adottato diverse strategie di 
adattamento, ciascuna specie ha evoluto meccanismi fisiologici propri per la 
sopravvivenza in ambienti in cui si verificano oscillazioni della temperatura. 
Come già evidenziato nei paragrafi precedenti relativi allo stress osmotico anche in 
seguito a modificazioni della temperatura si ha mobilizzazione di glucosio per 
garantire l’apporto energetico (Bergmann et al. 2001; Lorenzon et al. 1997, 2004). 
Nell’astice Homarus americanus è stato dimostrato che l’iperglicemia indotta da stress 
e il recupero delle condizioni fisiologiche normali sono influenzate dalla temperatura 
(Lorenzon et al. 2007). 
Il rilascio del glucosio dai siti di riserva è coordinato dal sistema neuroendocrino, in 
particolare dal complesso SG-XO posizionato nel peduncolo oculare in corrispondenza 
dei gangli ottici (Govind 1992). Tra gli ormoni qui prodotti e rilasciati vi è il cHH 
responsabile della regolazione della concentrazione di glucosio nell’emolinfa 
(Fingerman 1987; Webster 1996; Chang et al. 1998; Lorenzon et al. 2004, 2005). È 
stato ampiamente dimostrato in numerose specie di Crostacei Decapodi che la 
concentrazione di glucosio nell’emolinfa in seguito a stress termico dipende 
prevalentemente da variazioni nel rilascio di cHH (Santos e Keller 1993, Chang et al. 
1998, Lorenzon 2005, 2007; Zou et al. 2003). Kuo e Yang (1999) hanno dimostrato 
che nel gamberetto Macrobrachium rosenbergii la risposta glicemica mediata dal cHH 
è modulata dal rilascio di bioammine tra cui epinefrina, norepinefrina, dopamina, 
serotonina e ottopamina. Più di recente in un lavoro condotto sulla stessa specie Hsieh 
et al. (2006) hanno osservato che in quattro gruppi sperimentali, due costituiti da 
animali interni e due da animali che hanno subito l’ablazione bilaterale del peduncolo 
oculare, la concentrazione di glucosio nell’emolinfa aumenta sempre dopo il loro 
trasferimento dalla temperatura di 28° C a 15 e 10° C. Questi risultati potrebbero 
dimostrare che durante lo stress termico altri meccanismi, che coinvolgono alcune 
bioammine ma non il cHH, sono implicati nelle risposte glicemiche (Hsieh et al. 
2006). 
La temperatura influisce sulla solubilità dell’ossigeno, in particolare per elevate 
temperature la quantità di ossigeno disponibile diminuisce. Le risposte atte a 
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compensare da un lato lo stress termico, dall’altro le variazioni nella concentrazione di 
ossigeno disponibile sono diverse; una di queste è il passaggio dal metabolismo 
aerobio a quello anaerobio, con conseguente iperlatticemia (Hagerman et al. 1990, Zou 
et al. 1996, Frederich e Portner 2000, Sanchez et al. 2001; Ocampo et al. 2003). 
Lorenzon et al. (2007) durante uno studio condotto sulle condizioni di trasporto 
dell’astice Homarus americanus hanno dimostrato che la temperatura influisce sulla 
latticemia: la concentrazione di acido lattico dopo il periodo di trasporto è infatti 
risultata significativamente più elevata in animali a 15° C rispetto a quelli a 6° C. 
Selvakumar e Geraldine (2003) hanno dimostrato che nel gamberetto Macrobrachium 
malconsonii la concentrazione dell’acido lattico nell’emolinfa varia in relazione alla 
temperatura, essendo più bassa rispetto ai gruppi di controllo nei gamberetti esposti a 
15° C e più alta in quelli esposti a 35° C. In questo caso è stato dimostrato che 
l’anaerobiosi dipende dalla relazione tra l’attività dell’enzima lattato deidrogenasi 
(LDH) e la temperatura. Sembra inoltre che i meccanismi che contribuiscano al 
passaggio al metabolismo anaerobio in Crostacei esposti ad elevate temperature siano 
molti quali ad esempio l’aumento delle attività cardiache e respiratorie (Truchot 1980) 
e la diminuzione dell’affinità tra ossigeno ed emocianine ad elevate temperature 
(Mauro e Mangum 1982). 
1.4.2 Risposte fisiologiche: effetti sulla respirazione 
A differenza di ciò che accade per gli stress osmotici, non è ancora chiaro come 
avvenga la percezione della variazione della temperatura nei Crostacei. Crossin et al. 
(1998) e Juri e Watson III (2000) hanno messo in evidenza che, prediligendo la 
temperatura di 16° C, l’astice Homarus americanus abbia dei meccanismi di 
termorecezione, probabilmente neuroni termosensibili, localizzati in corrispondenza 
dei gangli toracici. 
Sebbene non siano del tutto conosciuti questi meccanismi, è noto che le alterazioni 
della temperatura, e le correlate variazioni della solubilità dell’ossigeno, determinano 
in numerose specie di Decapodi l’aumento dell’attività metabolica, e di conseguenza 
la richiesta ed il consumo di ossigeno (Eshky et al. 1996; Mercaldo-Allen e Thurberg 
F. 1987). Queste alterazioni possono essere utilizzate come indicatori di stress 
termico. 
Morris e Taylor (1985) hanno dimostrato che in Palaemon elegans l’acclimatazione 
ad una determinata temperatura incide sul metabolismo respiratorio risultato 
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dimostrato anche nelle larve del gamberetto Macrobrachium acanthurus (Ismael e 
Moreira 1997). 
L’aumento della richiesta metabolica e la crescente necessità di ossigenare i tessuti 
durante lo stress termico, si ripercuotono sul battito cardiaco (Mercaldo-Allen e 
Thurberg F. 1987), ulteriore indicatore dell’avvenuta detezione della modificazione 
dell’ambiente esterno (Juri e Watson III 2000). 
L’astice Homarus americanus è stato sottoposto a modificazioni della temperatura al 
fine di misurarne la frequenza cardiaca ed è stato evidenziato che le alterazioni della 
temperatura, anche di pochi gradi, inducono un’iniziale e breve bradicardia seguita 
da un prolungata tachicardia (Juri e Watson III 2000). Questi risultati sono stati 
confermati più recentemente sia esponendo la stessa specie a un più ampio intervallo 
di temperature (Worden et al. 2005) che utilizzando altre specie di Crostacei 
(Nakamura et al. 1994). 
È noto dalla bibliografia che il battito cardiaco è influenzato dalla concentrazione di 
Mg2+ (Watt et al. 1999), che agisce, soprattutto a basse temperature, diminuendo il 
battito cardiaco (Frederich et al. 2000a). La diminuzione della temperatura da 12 a 0° 
C, induce una parallela diminuzione della concentrazione di Mg2+ nell’emolinfa del 
granchio Maja squinado, con conseguente bradicardia (Frederich et al. 2000b). 
Viceversa Sartoris e Portner (1997) hanno trovato che nel gamberetto Crangon 
crangon esposto a basse temperature la concentrazione di Mg2+ aumenta, 
contribuendo al mantenimento del pH e della concentrazione di ATP intracellulari, 
fondamentali per il corretto funzionamento cellulare sia in momenti durante i quali 
gli animali si preparano ad un prolungato periodo di inattività, che in quelli in cui 
devono fronteggiare eventuali stress termici. 
Il magnesio è uno ione scambiato durante i processi di osmoregolazione. Le 
variazioni di salinità con conseguente alterazione dei movimenti ionici possono 
dunque influenzare la capacità di termoregolazione dei Crostacei. 
1.4.3 Altre variazioni metaboliche 
È stato dimostrato che i processi di osmoregolazione e la capacità di tollerare gli 
abbassamenti della temperatura sono collegati e determinano le migrazioni stagionali 
tipiche del gamberetto Palaemon elegans: pare infatti che il trasferimento di questi 
animali in mare aperto durante i mesi invernali possa dipendere dalla diminuzione 
della capacità di osmoregolazione a basse temperature (Janas e Spicer 2008). 
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Anche l’aumento della temperatura può avere conseguenze sulla capacità osmotica 
dei Crostacei, alterando la barriera di permeabilità delle membrane con conseguente 
perdita o ingresso di acqua e ioni. In queste circostanze alcuni metaboliti come il 
colesterolo e le proteine possono essere utilizzate per ricostruire le membrane 
(Pascual et al. 2003). 
L’effetto sinergico di stress termico e stresso osmotico è stato dimostrato anche nel 
granchio Callinectes sapidus. Conducendo uno studio sulla mortalità invernale di 
questa specie, Rome et al. (2005), hanno dimostrato che la sua capacità di 
sopravvivere a basse temperature (1 e 3° C) dipende dalla salinità a cui viene esposta 
(8, 12 o 16 PSU). 
È ben documentato che l’alterazione di alcuni parametri ambientali, tra cui la 
temperatura, incidono sul sistema immunitario dei Crostacei, indebolendoli e 
rendendoli passibili di infezioni da parte di batteri naturalmente presenti negli 
ambienti acquatici (Cheng e Chen 2000; Pascual et al. 2003; Lorenzon 2007, 2008). 
Le difese immunitarie dei Crostacei sono rappresentate prevalentemente dagli 
emociti, componente cellulare dell’emolinfa, suddivisi in tre tipi: cellule ialine, 
implicate nella fagocitosi, emociti granulari e semigranulari, in cui sono presenti in 
differente quantità dei granuli che vengono liberati nel momento in cui la cellula 
riconosce corpi estranei. I granuli contengono elementi del sistema della 
profenolossidasi, una cascata enzimatica responsabile della produzione di melanina, 
coinvolta nei meccanismi di difesa (Söderhäll e Smith 1986; Smith e Söderhäll 1991; 
Lorenzon et al. 2002; Giulianini et al., 2006). 
In Macrobrachium rosenbergii, un gamberetto che vive in ecosistemi in cui la 
temperatura varia tra 14 e 35° C, il numero totale degli emociti circolanti aumenta e 
il sistema enzimatico della profenolossidasi viene attivato se esposto a elevate 
temperature (Sung et al. 1998, Cheng e Chen 2000). 
Nel gambero Litopenaeus setiferus l’adattamento a 27 o 31° C e l’esposizione a 33° 
C inducono da un lato la diminuzione del numero di emociti totali circolanti, 
dall’altro l’attivazione del sistema della profenolossidasi con conseguente 
produzione di melanina (Sanchez et al. 2001; Pascual et al. 2003). 
Anche la capacità di riprodursi dei Crostacei dipende dalla temperatura; è stato 
dimostrato che in varie specie di Decapodi, lo stress termico causa disfunzioni 
dell’apparato riproduttore e alterazioni nella crescita delle larve (Paula et al. 2001; 
Perez-Velazquez et al. 2001; Sanchez et al., 2003). 
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È noto infine dalla bibliografia che la modificazione della temperatura incide anche 
sulla trasmissione nervosa e sul comportamento dei Crostacei (Fraser 1990; Crossin 
1998; Young et al. 2006). 
1.5 Risposte metaboliche in seguito ad ipossia 
I Crostacei che vivono in zone costiere possono essere soggetti a periodi di 
emersione, o possono venire momentaneamente isolati dal mare (pozze di marea o 
stagni costieri), con conseguente riduzione della quantità di ossigeno disponibile 
(Brouwer et al. 2004). 
Tra i Decapodi vi sono differenze interspecifiche sulla capacità di ossigenazione dei 
tessuti che dipendono da numerosi fattori, come l’area delle branchie, la capacità di 
ventilazione e la capacità di trasportare ossigeno dell’emolinfa (Watt et al. 1999). 
A queste diversità si aggiunge l’emersione che causa la riduzione degli scambi 
gassosi a livello delle branchie con ripercussioni sulla respirazione e sulla loro 
fisiologia. Le risposte fisiologiche più evidenti, come di seguito descritto, sono il 
passaggio dal metabolismo aerobio a quello anaerobio che causa acidosi lattica e 
spostamento dell’equilibrio acido base, e alterazioni della capacità di 
ionoregolazione con conseguente accumulo soprattutto di ammoniaca, principale 
prodotto del catabolismo delle proteine, nella sua frazione tossica (Morris 2002). 
La risposta glicemica già descritta per lo stress osmotico e quello termico, è evidente 
anche nei Crostacei che vengono sottoposti ad emersione (Spicer et al. 1990; Speed 
et al. 2001). Taylor e Spicer (1987) hanno dimostrato che nei gamberetti P. elegans e 
P. serratus, la concentrazione di glucosio nell’emolinfa aumenta nell’arco di due ore 
quando esposti ad ambiente privo di ossigeno. Più di recente gli stessi risultati sono 
stati ottenuti in Eriocheir sinensis e in Jasus edwardsii; in quest’ultimo accanto 
all’aumento di glucosio si è osservata una significativa diminuzione del glicogeno 
(Zou et al. 1996; Morris e Oliver 1999). 
I Crostacei utilizzati per scopi commerciali, dopo essere stati pescati, sono spesso 
sottoposti a periodi di emersione durante le varie fasi della commercializzazione. È 
stato dimostrato, in molti Decapodi, che la glicemia aumenta durante le diverse fasi 
di manipolazioni commerciali (Paterson e Spanoghe 1997; Bergman et al. 2001; 
Lorenzon et al. 2007, 2008). 
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Il glucosio, viene utilizzato per sostenere la respirazione aerobia; in condizioni di 
carenza o mancanza di ossigeno il passaggio al metabolismo anaerobio garantisce un 
adeguato apporto di ATP tramite la fermentazione lattica. 
Il primo sintomo della carenza di ossigeno sono l’aumento della frequenza e 
dell’ampiezza del battito degli scafognatiti, strutture posizionate in corrispondenza 
delle entrate delle camere branchiali prossime alla bocca, che vibrando velocemente 
determinano la fuoriuscita di acqua, con conseguente iperventilazione (McMahon 
2001). Come dimostrato da diversi autori, in molti Crostacei, all’iperventilazione 
segue un aumento della concentrazione di acido lattico (Taylor e Wheatley 1980; 
deFur et al. 1988; Morris e Oliver 1999; Watt et al. 1999). 
Tra i Crostacei le specie fossorie sono quelle che più frequentemente nel loro 
ambiente naturale sono esposte a condizioni ipossiche o anossiche. Zebe (1981) ha 
dimostrato che la concentrazione di acido lattico nell’emolinfa di Upogebia 
pugettensis e Callianassa californiensis aumenta progressivamente nell’arco di 7,5 
ore in condizioni di carenza di ossigeno; a queste condizioni estreme è stata osservata 
una differenza sia nella quantità di acido lattico prodotto che nella sopravvivenza 
delle due specie. Infatti U. pugettensis, in cui gli incrementi di acido lattico sono 
maggiori, sopravvive fino a 30 ore, mentre C. californiensis riesce a sopravvivere per 
il doppio del tempo. Queste differenze sono probabilmente alla base della grande 
variabilità a tollerare l’anossia che si osserva tra i Thalassinidea. 
Analoghi risultati sono stati ottenuti con la specie dulciacquicola Eriocheir sinensis 
(Zou et al. 1996), e con le specie sopralitorali P. elegans e P. serratus (Taylor e 
Spicer 1987); la concentrazione di acido lattico aumenta quando la pressione 
dell’ossigeno diminuisce. Gli autori hanno dimostrato che il ripristino di condizioni 
normossiche determina una rapida ripresa del metabolismo aerobio, con conseguente 
riconversione del lattato in glucosio. 
Il passaggio dal metabolismo aerobio a quello anaerobio osservato in Nephrops 
norvegicus esposto in ambiente aereo, sembra inoltre essere dipendente dalla 
temperatura; la quantità di acido lattico presente nell’emolinfa è infatti maggiore in 
seguito alla combinazione di emersione ed elevate temperature (Ridgway et al. 
2006). 
Incrementi di acido lattico si sono osservati anche nelle specie commerciali H. 
americanus e C. pagurus, durante il loro trasporto fuori dall’acqua (Lorenzon et al. 
2007, 2008). 
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Il cambiamento dei flussi di acqua a livello delle branchie durante l’esposizione 
all’aria si riflettono sul battito cardiaco (Paterson e Thorne 1995; McMahon 2001). È 
stato dimostrato che nel gamberetto fossorio Trypaea australiensis (Paterson e 
Thorne 1995), nell’astice H. americanus e nel granchio Cancer magister (McMahon 
2001) la carenza di ossigeno determina sia la diminuzione della frequenza del battito 
cardiaco, che l’aumento della sua intensità. 
Durante l’emersione, oltre a diminuire la capacità di scambi gassosi a livello dei 
tessuti respiratori, viene anche a mancare la capacità di scambio ionico a livello delle 
branchie. Oltre a causare problemi legati al mantenimento di osmolalità e volume 
corporeo, insorgono quindi problemi legati all’escrezione. 
Come già detto i Crostacei sono ammoniotelici e secernono come prodotto di scarto 
l’ammoniaca. Lo ione ammonio viene eliminato prevalentemente per diffusione 
passiva a livello dei tessuti ionoregolatori. In diversi lavori è stato dimostrato che, in 
numerose specie di Crostacei, in seguito ad esposizione all’aria viene alterato il 
metabolismo dell’azoto e di conseguenza i processi di escrezione (Schmitt et al. 
1997; Durand et al. 1998; 2000; Weihrauch et al. 2004). Regnault (1992) ha 
dimostrato che nel granchio C. pagurus esposto per brevi periodi all’aria, la 
concentrazione di ammoniaca nell’emolinfa aumenta, e la quantità escreta 
rappresenta circa il 4 % di quella normalmente eliminata in acqua. Lo stesso autore 
ha ipotizzato che, essendo tossica, l’ammoniaca venga immagazzinata in qualche 
distretto corporeo; la formazione di glucosamina, una delle principali componenti 
della chitina, potrebbe indicare l’accumulo di ammoniaca nell’esoscheletro (Regnault 
1996) 
Un ulteriore conseguenza dell’esposizione all’aria, è l’alterazione del sistema 
immunitario, ed in particolare del numero totale degli emociti (THC) circolanti 
nell’emolinfa (Ridgway et al. 2006; Lorenzon et al. 2007, 2008). In N. norvegicus è 
stato dimostrato che la prolungata esposizione all’aria determina una diminuzione del 
THC. A parità di tempo di esposizione, la diminuzione del numero di emociti 
circolanti è aggravata dalla temperatura: essi infatti sono inferiori in animali esposti a 
25° C rispetto a quelli esposti a 10° C (Ridgway et al. 2006). Analoghi risultati si 
sono ottenuti nella specie commerciale C. pagurus: il trasporto a secco di questa 
specie dai luoghi di pesca a quelli di vendita determina una diminuzione significativa 
nel numero di emociti circolanti sia rispetto al gruppo trasportato in acqua che al 
gruppo utilizzato come controllo (Lorenzon et al. 2008). 
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1.6 Importanza delle proteine nell’emolinfa 
In bibliografia è ben documentato il ruolo delle proteine totali nell’emolinfa dei 
Crostacei durante le alterazioni ambientali. Questi metaboliti possono dunque essere 
utilizzati come indicatori sia dello stress termico che ipossico (Brouwer et al. 2004). 
Molti autori concordano ormai nell’affermare che le emocianine (Hc), i pigmenti 
respiratori dei Crostacei, rappresentano l’80-90% delle proteine totali presenti 
nell’emolinfa dei Crostacei (Chen e Cheng 1995; Watt et al. 1999; Chausson et al. 
2004). Sebbene sia ben documentato che gli stress fisiologici inducono la 
mobilitazione anche di altre proteine, tra cui le metallotioneine (MT) e le stress 
proteins (HSP) (Rainbow e Wong 1986; Pedersen e Lundebye 1996; Lewis et al. 
1999; Cimino et al. 2002; Ravaux et al. 2007), le emocianine vengono largamente 
utilizzate per il monitoraggio delle condizioni dei Crostacei. 
Le emocianine dei Crostacei sono proteine oligomeriche formate dall’aggregazione 
di subunità il cui peso molecolare è compreso tra 65 e 90 KDa. Come sottolineato da 
Dolashka e il suo gruppo di lavoro (2001), la maggior parte delle emocianine sono 
glicoproteine, in cui la composizione saccaridica varia da specie a specie. È noto che 
anche il numero delle subunità costituenti le emocianine ha variabilità interspecifica 
(Giomi e Beltramini 2007), e che i Crostacei meno evoluti hanno emocianine 
esameriche, mentre quelli più evoluti presentano più subunità (Mangum e Greaves 
1996). Analizzando il pattern elettroforetico dell’emolinfa Hodgson e Spicer (2001) 
hanno trovato che le emocianine di diverse specie di Decapodi sono costituite da un 
numero di subunità compreso tra sei e dieci. In uno studio condotto sull’astice H. 
americanus, è stato osservato che esistono differenze tra i pattern elettroforetici di 
individui diversi; questo è stato spiegato con la possibilità dell’esistenza di 
criptocianine, proteine non deputate al trasporto dell’ossigeno e collegate ai processi 
di muta, che oltre ad essere appartenenti alla stessa famiglia delle emocianine, hanno 
anche il loro stesso peso molecolare (Mangum e Joy 1997). 
Nonostante siano numerosi gli studi sulla composizione delle emocianine, è stato 
però spesso sottolineato che i risultati non possono essere comparabili sia per le 
differenti condizioni fisiologiche in cui si trovano gli animali nel momento delle 
analisi che per la tecnica utilizzata (Hodgson e Spicer 2001). 
La capacità delle emocianine di legare reversibilmente l’ossigeno, dipende dalla 
presenza di un sito attivo costituito da un nucleo di rame (Lamy et al. 1985; Spinozzi 
et al. 2005). 
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Numerosi studi hanno dimostrato che la concentrazione di rame contenuto nel corpo 
dei Crostacei è correlato alla concentrazione di emocianine, e che il 93 % di questo 
metallo è dato da quello contenuto in queste proteine (Martin et al. 1977; Abdennour 
1997). La quantità di rame disponibile per la sintesi delle emocianine dipende da 
condizioni ambientali quali salinità, ipossia e temperatura; poiché la stabilità dei 
pigmenti respiratori dipende dalla presenza del nucleo rameico, sembra possibile che 
la loro concentrazione possa variare in stagioni diverse (Abdennour 1997; Devescovi 
e Lucu 1995; Martin e Rainbow 1998). 
Sebbene sia stato dimostrato che la concentrazione delle emocianine circolanti 
nell’emolinfa dipenda da fattori come il sesso, il peso corporeo, le fasi di muta e di 
crescita (Abdennour 1997; Spicer e Baden 2000; Giomi e Beltramini 2007), sembra 
che in diverse specie di Decapodi siano fondamentali anche la concentrazione di 
ossigeno e la temperatura dell’ambiente esterno (Mangum 1994; Mangum e 
McKenney 1996; Mangum e Joy 1997). L’esposizione di L. setiferus e di H. 
americanus a diverse temperature induce una variazione nella concentrazione delle 
proteine presenti nell’emolinfa (Engel et al. 2001; Sanchez et al. 2001; Lorenzon et 
al. 2007). Analoghi risultati sono stati riportati di recente da Giomi e Beltramini 
(2007): la concentrazione delle emocianine aumenta in seguito a stress ipossico nello 
scampo N. norvagicus e nel gamberetto C. crangon, ed in seguito a stress iposalino 
nei granchi Eriocheir sinensis, C. sapidus e C. maenas. 
Oltre alla variazione della loro concentrazione, un altro effetto che hanno sia la 
temperatura che le condizioni di ossigenazione, è quello di variare l’affinità delle 
emocianine con l’ossigeno, che diminuisce in condizioni critiche (Morris e Bridges 
1985; Whiteley e Taylor 1997; Adamczewska e Morris 1998; Taylor et al. 2000). 
McMahon (2001) ha tuttavia evidenziato che nelle specie fossorie come i gamberi 
Cambarus fodiens, C. diogenes e P. clarkii, più probabilmente soggette a momenti di 
ipossia le emocianine hanno una maggiore affinità con l’ossigeno. 
È noto che in molti Crostacei diversi modulatori, sia organici che inorganici, 
contribuiscano a compensare gli effetti negativi delle alterazioni ambientali 
(McMahon 2001; Giomi e Beltramini 2007). Truchot (1980) ha dimostrato in 
Carcinus maenas che l’acido lattico prodotto dall’anaerobiosi aumenta l’affinità tra 
emocianine e ossigeno. Lo stesso effetto è stato evidenziato anche da  Zeis et al. 
(1992) in numerose specie di Decapodi tra cui l’astice Homarus vulgaris. 
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L’effetto positivo che ha l’acido lattico sull’affinità delle emocianine con l’ossigeno 
dipende dall’aumento della concentrazione degli ioni H+, con conseguente 
spostamento dell’equilibrio di Bohr verso l’anidride carbonica, favorendo quindi gli 
scambi gassosi (Cameron 1989; Adamczewska e Morris 1998; Taylor et al. 2000). 
Bassi valori di pH tuttavia hanno effetto sulla struttura delle emocianine 
destabilizzandole. Esistono altri modulatori, come urato e neurammine, che 
tamponando il pH dell’emolinfa mantengono stabile la struttura delle proteine (Zeis 
et al. 1992; Bridges 2001; McMahon 2001). 
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1.7 Scopi della tesi 
Gli ecosistemi acquatici costieri, sono caratterizzati da alcuni parametri fondamentali 
come salinità, temperatura e ossigenazione. Questi parametri, oltre a variare 
naturalmente nel corso dell’anno, subiscono mutazioni indotte dalle attività umane, che 
si ripercuotono sugli organismi che vivono in questi ambienti. È necessario quindi 
verificare l’adattabilità e la capacità di reazione delle specie costiere a queste 
alterazioni, per individuare quali parametri ambientali contribuiscono maggiormente al 
loro indebolimento e/o mortalità. Gli organismi lagunari potranno quindi essere 
utilizzati come bioindicatori per il monitoraggio di quanto accade negli ecosistemi 
costieri. 
In questo lavoro si sono utilizzati i Crostacei Decapodi Carcinus aestuarii, Palaemon 
elegans e Upogebia pusilla, tutti presenti sulle coste del Friuli Venezia Giulia, in quanto 
organismi fondamentali per il mantenimento degli equilibri all’interno degli ecosistemi. 
L’approccio di questo lavoro è stato di tipo ecofisiologico, quindi in seguito alla loro 
esposizione a salinità o temperature modificate ed in seguito ad emersione, sono stati 
valutati mortalità e stress fisiologico. 
Con questo lavoro, date le poche informazioni esistenti in letteratura, si è innanzi tutto 
voluto estendere la conoscenza sulle risposte fisiologiche dei Decapodi abitanti le acque 
di transizione nelle nostre coste. Si sono analizzati i seguenti aspetti: 
- Capacità di adattamento alle condizioni di laboratorio. Prima del loro utilizzo 
nelle fasi sperimentali si è voluto verificare che le condizioni di stabulazione 
fossero adeguate per ciascuna specie, per eliminare ogni eventuale interferenza 
fisiologica. 
- Sopravvivenza alle condizioni sperimentali. Attraverso l’analisi dei dati di 
mortalità, si è tentato di determinare quale sia la resistenza delle specie trattate 
per conoscere quali siano gli effetti di stress osmotico, termico e ipossico. 
- Esposizione acuta di ciascuna specie a diverse condizioni di salinità, temperatura 
o ad ambiente subaereo. Gli esperimenti sono stati condotti con lo scopo di 
identificare condizioni estreme, non tollerate dalle specie, ovvero per 
individuare intervalli di salinità o temperature entro i quali vengano attivate 
risposte fisiologiche per il mantenimento dell’omeostasi. Questo tipo di 
esperimenti ha inoltre permesso di capire quale sia per ciascuna specie il 
parametro fisiologico prevalentemente coinvolto durante stress termici, osmotici 
ed in condizioni di ipossia. 
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- Trasferimento graduale di ciascuna specie dalle condizioni di stabulazione a 
diverse condizioni di salinità o temperature. Queste serie sperimentali sono state 
eseguite per verificare quali risposte fisiologiche vengono messe in atto dopo 
costanti variazioni della salinità o della temperatura e gli effetti verificabili dopo 
il raggiungimento della condizione definitiva. 
- Adattamento di ciascuna specie a diverse condizioni di salinità o temperature per 
due settimane. Si è voluto verificare se la specie è resistente sul lungo periodo ad 
una nuova condizione, e se c’è differenza tra le condizioni fisiologiche di 
animali stabulati e animali che hanno subito uno stress cronico. 
Dal momento che i Crostacei utilizzati sono regolarmente predati da altre specie 
lagunari, ulteriore scopo di questo lavoro è stato quello di ottenere dati che potranno 
essere inseriti in studi sull’andamento della disponibilità delle risorse alimentari per 
ittiofauna ed avifauna. 
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2 MATERIALI E METODI 
2.1 Descrizione delle specie 
2.1.1 Carcinus aestuarii 
Il granchio Carcinus aestuarii (Nardo) è un Crostaceo Decapode che popola il Mar 
Mediterraneo, e le coste delle isole Canarie e nel Mar Nero. 
Questa specie si distingue dagli altri granchi per la morfologia del carapace, che è 
convesso, trapezoidale, liscio e presenta caratteristiche incisioni sul dorso. Il bordo 
anteriore del torace termina con tre sporgenze poco acuminate simili a lobi, affiancate 
lateralmente da cinque dentelli. 
Sul capo sono presenti un paio di occhi peduncolati, un paio di antennule corte e un paio 
di antenne più lunghe. La specie ha cinque paia di arti: il primo paio anteriore è munito 
di chele, spesso diverse dal punto di vista morfometrico, con dattili appuntiti e dentati; 
le quattro paia di arti successivi, i pereiopodi, sono utilizzati per la deambulazione. I 
maschi e le femmine di questa specie sono facilmente riconoscibili dalle caratteristiche 
morfologiche dell’addome: nei maschi ha la forma di un triangolo stretto e appuntito e 
possiede solamente i pleopodi anteriori, utilizzati come organi copulatori, nelle femmine 
è largo e arrotondato ed i pleopodi vengono utilizzati per il trasporto delle uova. Anche 
le dimensioni sono differenti tra i due sessi: i maschi raggiungono una larghezza 
massima del carapace di 6 cm mentre le femmine sono più piccole, raggiungono una 
larghezza di 4 cm. Il colore è tipicamente verde o tendente al grigio sul dorso, mentre 
l’addome è più chiaro, giallastro con venature rossastre (Cottiglia, 1983).  
Carcinus aestuarii è una specie litoranea ritrovabile in acque basse, soprattutto in 
laguna. Nonostante sia una specie eurialina ed euriterma, difficilmente si ritrova in 
acque dolci, dove sopravvivrebbe per brevi periodi; può invece essere piuttosto lunga la 
permanenza in ambiente subaereo. È onnivoro e si ciba prevalentemente di notte e con 
l’alta marea. 
C. aestuarii si riproduce da maggio a novembre, periodo in cui le femmine mutano: 
infatti perché avvenga la fecondazione è necessario che la femmina sia prossima alla 
muta e il maschio abbia l’esoscheletro duro. Le femmine migrano poi in mare a deporre 
le uova. Dall’uovo si schiude una prima larva, la zoea, che dopo l’ultimo stadio larvale, 
la megalopoda, muta per la prima volta in giovane granchio. Da questo momento in poi 
si susseguono più mute nell’arco di un anno fino al raggiungimento dello stadio di 
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granchio adulto. Da adulti i granchi maschi mutano in primavera e in autunno (Cottiglia 
1983). 
2.1.2 Palaemon elegans 
Il gamberetto Palaemon elegans (Rathke) è un Crostaceo Decapode appartenente alla 
famiglia dei Palaemonidi; è diffuso nel Mar Mediterraneo, nel Mar Nero e 
nell’Atlantico Orientale, dalla Namibia alla Norvegia. 
La porzione anteriore del corpo è costituita dal cefalotorace ricoperto dal carapace, 
terminante anteriormente con un rostro rettilineo o lievemente ricurvo verso l’alto, 
caratterizzato dalla presenza di 2 – 3 dentelli sul margine inferiore, e 7 – 9 su quello 
superiore. Le sei paia di appendici presenti nella porzione cefalica sono nell’ordine: 
peduncoli oculari, antennule, antenne, mandibole e due paia di massille. Sul torace sono 
invece presenti 8 paia di appendici: le prime tre, i massillipedi, sono utilizzate per la 
manipolazione del cibo, le ultime, i pereiopodi, hanno funzione ambulacrale. 
Sull’addome sono presenti sei paia di appendici biramificate, i cui endopoditi sono 
trasformati in petasma ed appendice maschile (1° e 2° segmento nei maschi) ed in 
uropodi (6° segmento, o telson). 
Questi gamberetti possono avere dimensioni che vanno dai 3 ai 7 cm. 
P. elegans è una specie eurialina ed euriterma, che vive nelle spiagge rocciose, nei porti, 
nelle pozze di marea e nei luoghi dove è fitta la vegetazione. Palaemon elegans è una 
specie onnivora opportunista. Manifesta preferenze alimentari verso alcuni gruppi 
tassonomici, che possono variare in relazione alla disponibilità di organismi predabili 
all’interno degli ambienti occupati. 
Il ciclo di vita di questa specie è caratterizzato da regolari migrazioni tra il mare aperto, 
dove vengono deposte le uova, e le lagune, raggiunte dalle larve planctoniche subito 
dopo la schiusa. Lo spostamento attivo verso ambienti paralici come lagune ed estuari, 
avviene nella fase di postlarve (Cottiglia 1983; Riedl 1991). 
2.1.3 Upogebia pusilla 
Upogebia pusilla (Petagna) è un gamberetto che appartiene alla famiglia dei 
Callianassidi. Vive nel Mar Mediterraneo, nel Mar Nero e nell’Atlantico Orientale dalla 
Norvegia a Gibilterra. 
Questo gamberetto ha il carapace notevolmente sviluppato che rappresenta circa il 40% 
della lunghezza totale; anteriormente termina con il rostro, grande, triangolare, dotato di 
solchi, lateralmente ai quali si trovano delle setole. 
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I chelipedi sono normalmente mantenuti distesi in avanti; essi sono compressi e tra loro 
e non presentano notevoli differenze morfologiche. Particolare è il dattilopodite, ricurvo 
e sviluppato in altezza. 
Sul capo sono presenti le antenne, gialle, più corte dell’intero corpo e dotate di setole, e 
le seconde antenne, dello stesso colore delle prime e dotate di un pettine di setole sul 
loro ramo superiore. 
L’addome è stretto in corrispondenza del primo segmento e si allarga posteriormente. 
Le prime appendici addominali, mancanti nei maschi, sono uniramate e ridotte nelle 
femmine. Le successive sono biramate, decisamente sviluppate e ricche di setole. 
U. pusilla presenta una colorazione verde-giallastra o bruno giallastra, intervallata da 
macchie più chiare; spiccano inoltre i bordi anteriori e laterali e quelli del rostro, che 
sono bianchi. Anche i pereiopodi risultano più chiari del resto del corpo. 
La dimensione comune varia tra 4 e 7 cm (questi ultimi ritrovabili soprattutto nelle 
lagune del nord Adriatico). 
E’ una specie fossoria che vive su substrati sabbiosi-limosi, a modeste profondità, anche 
sopra il limite superiore di bassa marea. Scava gallerie spesso a più uscite, con diametro 
compreso tra 0,5 e 1,5 cm, e profonde fino a 30 cm. La specie è rinvenibile 
prevalentemente di notte, quando esce per cibarsi; Upogebia pusilla si nutre 
prevalentemente dei detriti che trova fuori dall’ingresso delle tane. 
La specie è abbastanza eurialina, anche se tollera gli aumenti della salinità solo per 
brevi momenti mentre le condizioni iposaline non vengono tollerate. 
Si riproduce a fine primavera-estate; la larva dopo sei giorni di vita, passa dallo stadio 
planctonico a quello bentonico (Cottiglia 1983). 
2.2 C. aestuarii, P. elegans: disegno sperimentale 
2.2.1 Trasporto, stabulazione e mantenimento durante gli esperimenti 
Gli animali utilizzati per questo lavoro sono stati forniti da pescatori che lavorano sulle 
coste del Friuli Venezia Giulia: 
• Carcinus aestuarii: i granchi sono stati pescati manualmente mediante retino 
nella Laguna di Grado, e poi trasportati in laboratorio racchiusi in contenitori 
privi di acqua. Le metodologia di pesca e di trasporto utilizzate non hanno mai 
causato mortalità degli animali. 
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Figura . Sito di pesca (*) dei granchi presso la laguna di Grado. Il sito è posto nella zona posteriore verso Nord della 
valle Arastorta. 
 
• Palaemon elegans: i gamberetti provengono dalla pesca commerciale nella Baia 
di Panzano, Golfo di Trieste; il loro mantenimento durante il trasporto presso i 
laboratori è stato analogo a quello descritto per i granchi, anche se non è 
risultato ottimale per questa specie. 
In laboratorio gli animali sono stati stabulati a condizioni costanti per due settimane 
prima di essere utilizzati per gli esperimenti. Le vasche di mantenimento hanno 
dimensioni di 120 x 40 x 40 cm ed una capacità di 120 L, sono dotate di aerazione e 
sistema di filtraggio a circuito chiuso e riempite con acqua di mare artificiale (Prodac 
®) con salinità 36 PSU. Per quanto riguarda la temperatura un gruppo di animali per 
ciascuna specie è stato stabulato a 22 ± 1° C ed un altro a 18 ± 1° C. Le condizioni di 
illuminazione sono state costati e hanno previsto 12h di luce e 12h di buio. Sono stati 
nutriti regolarmente ogni tre giorni con pezzi di pesce, molluschi o mangimi artificiali, 
fino a 48h prima dell’inizio degli esperimenti. 
Per ciascuna specie sono stati creati due gruppi di controllo costituiti da 10 granchi o 25 
gamberetti, uno per ogni temperatura di stabulazione. Su questi gruppi si sono effettuati 
prelievi di emolinfa, come descritto di seguito, e si sono misurati alcuni parametri 
fisiologici. I dati sono stati utilizzati come confronto per quelli ottenuti durante gli 
esperimenti. Nel caso di C. aestuarii ed esclusivamente per gli adattamenti (tempo 14d), 
il confronto è stato effettuato con la media di tutti i dati osservati ai tempi 0h degli 
esperimenti di step (n=50), ovvero con i dati ottenuti dopo il periodo di stabulazione. 
Gli esperimenti sono stati eseguiti in vasche oppor
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- C. aestuarii: tutti gli esperimenti riguardanti le alterazioni di salinità e gli aumenti di 
temperatura, sono stati eseguiti in vaschette di vetro dalle dimensioni 56 x 40 x 22 cm, 
dotate di sistema di aerazione, di filtro a circuito chiuso e riscaldatore (per il 
mantenimento o per la modificazione della temperatura); 
- P. elegans: per quanto riguarda gli esperimenti a salinità alterate e a temperature 
elevate, gli esperimenti si sono svolti in vasche di vetro di lunghezza 58 cm, di 
larghezza 25 cm e di altezza 37 cm, anche queste dotate di aeratore, filtro e riscaldatore; 
- per entrambe le specie gli esperimenti di diminuzione della temperatura sono stati 
realizzati in vasche analoghe a quelle di stabulazione, collegate ad un refrigeratore 
(Teco). 
Per quanto riguarda l’esposizione all’aria è stato sfruttato il naturale andamento delle 
temperature dell’ambiente in cui sono alloggiate le vasche. Per l’esposizione all’aria 
fredda, gli animali sono stati posizionati in un frigo a 4 ± 1° C, in cui è stata sistemata 
una lampada che veniva accesa e spenta seguendo il ritmo L/D a cui gli animali erano 
abituati durante la stabulazione. L’esposizione a temperature elevate è stata eseguita 
mettendo gli animali in vaschette di plastica vuote e coperte, a loro volta immerse in 
vasche riempite con acqua a 32° C. In tutti i casi è stata garantita l’umidità dell’aria. 
2.2.2 Prelievo di emolinfa 
Il prelievo di emolinfa è stato eseguito dalle membrane articolari degli arti di C. 
aestuarii e dal seno pericardio di P. elegans, utilizzando una siringa sterile da 1 mL con 
ago 25 g. 
Per quanto riguarda i granchi a ciascun animale ad ogni prelievo sono stati prelevati 300 
µL di emolinfa, mentre per i gamberetti, a causa delle loro ridotte dimensioni, ne sono 
stati prelevati 50 µL, cumulati in lotti il cui volume finale è stato di 200-250 µL. 
In tutti i casi l’emolinfa prelevata è stata centrifugata per 1 min a 15000 g.; il 
supernatante è stato immediatamente surgelato a – 20° C per le successive analisi. 
2.2.3 Step: esposizione diretta a salinità o temperature modificate ed esposizione 
all’aria 
La prima fase sperimentale ha previsto la creazione di gruppi di granchi o gamberetti, 
che sono stati esposti direttamente, senza adattamento, a condizioni di salinità e 
temperatura alterate o in ambiente subaereo (tab. 1). 
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Tabella 1 : salinità e temperature durante la stabulazione e durante gli esperimenti di step. 
Condizioni iniziali Step di temperatura  Step di salinità Esposizione all'aria 
  
      
18° C – 36 PSU 24° C   18° C 
  
30° C    4° C 
  
12° C   24° C 
  
 6° C     
22° C – 36 PSU    6 PSU 24° C 
  
  16 PSU 30° C 
  
  26 PSU   
  
  46 PSU   
 
Per quanto riguarda C. aestuarii, 48h prima dell’inizio degli esperimenti 10 animali 
sono stati isolati in cestelli di plastica numerati, sia per facilitare il riconoscimento di 
ciascun individuo, che per eliminare alterazioni fisiologiche legate allo scontro con altri 
granchi. I cestelli sono rimasti nelle vasche di stabulazione fino al primo prelievo 
(tempo 0h) e successivamente trasferiti in vasche sperimentali (salinità o temperatura 
modificate), oppure in ambiente subaereo. I prelievi sono stati eseguiti dopo 3, 8, 24 e 
48h di esposizione. 
Per P. elegans i tempi di prelievo sono stati gli stessi appena descritti per i granchi; al 
tempo 0h è stata prelevata emolinfa da 25 gamberetti mantenuti nelle vasche di 
stabulazione. Per i tempi successivi 120 animali sono stati trasferiti nelle vasche 
sperimentali; ad ogni tempo di prelievo ne sono stati utilizzati 25 ottenendo cosi 5 lotti 
di emolinfa. 
I dati ottenuti dalle misure effettuate sull’emolinfa prelevata da animali sperimentali 
sono stati confrontati con quelli ottenuti agli stessi tempi negli animali che hanno 
costituito i gruppi di controllo, ovvero con i gruppi adattati alle condizioni di 
stabulazione. 
2.2.4 Adattamenti 
Nella seconda fase di questo lavoro, si sono effettuati esperimenti di adattamento sul 
lungo periodo alle stesse condizioni di temperatura o salinità già valutate nel corso degli 
step. 
2.2.4.1 C. aestuarii 
Per gli adattamenti alle diverse salinità e temperature, sono stati creati 8 gruppi costituiti 
da 14 animali ciascuno, trasferiti una settimana prima dell’inizio degli esperimenti nelle 
vasche sperimentali in cui le condizioni di salinità e temperatura dell’acqua sono state 
identiche a quelle di stabulazione.  
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Successivamente salinità o temperatura sono state modificate, aumentando o riducendo i 
parametri di 2 PSU o 2° C ogni due giorni fino al raggiungimento delle condizioni 
stabilite. 
Il primo prelievo di emolinfa (tempo 0h), effettuato a soli 10 dei granchi (marcati) 
costituenti i gruppi sperimentali, è coinciso con il momento immediatamente precedente 
all’ultimo passaggio di salinità o di temperatura: ad esempio, nei passaggi da 36 PSU a 
6 PSU, il prelievo al tempo 0h è stato considerato quello effettuato dopo due giorni di 
mantenimento a 8 PSU (tab. 2). I prelievi successivi sono stati fatti dopo 3, 8, 24, 48h e 
14d, dal passaggio alla salinità o temperatura definitiva. 
 
Tabella 2: salinità e temperature prima e durante le esposizioni graduali e gli adattamenti. 
Condizioni iniziali e finali Condizioni al tempo 0h Condizioni ai prelievi successivi 
  
    
36 PSU – 6 PSU  8 PSU  6 PSU 
 36 PSU – 16 PSU 18 PSU 16 PSU 
 36 PSU – 26 PSU 28 PSU 26 PSU 
 36 PSU – 46 PSU 44 PSU 46 PSU 
18° C – 24° C 22° C 24° C 
 18° C - 30° C 28° C 30° C 
 18° C – 12° C 14° C 12° C 
 18° C – 6° C 8° C 6° C 
 
2.2.4.2 P. elegans 
Per questa specie si sono creati 6 gruppi sperimentali (4 per ciascuna salinità già 
sperimentata nella fase precedente e due per l’esposizione graduale a 6 e 12° C) il cui 
numero iniziale di individui è stato differente, sebbene per i prelievi ne siano sempre 
stati utilizzati 120 (tab. 3). Dal momento che il tempo di adattamento alle varie 
condizioni sperimentali è differente per ciascun gruppo, un elevato numero iniziale di 
animali ha garantito che un numero sufficiente di gamberetti per ottenere i lotti di 
emolinfa per tutti i prelievi, arrivasse fino al 14° giorno di esposizione. 
 
Tabella 3: numero iniziale di gamberetti e durata degli esperimenti di adattamento. 
Adattamento Numero iniziale di gamberetti Durata (giorni) 
  
    
6 PSU 200 30 + 14 
16 PSU 180 20 + 14 
26 PSU 150 10 + 14 
46 PSU 150 10 + 14 
  
    
6° C 150 12 + 14 
12° C 150 6 + 14 
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I gruppi creati sono stati trasferiti nelle vasche sperimentali una settimana prima 
dell’inizio degli esperimenti, che sono stati condotti secondo i tempi già descritti per la 
specie C. aestuarii. In questo caso però, ad ogni prelievo sono stati utilizzati 20 
gamberetti, in seguito eliminati dal gruppo, per l’ottenimento di 4 lotti di emolinfa. 
2.3 U. pusilla: prove di mantenimento e manipolazione, prove sperimentali 
I gamberetti appartenenti a questa specie sono stati pescati manualmente nella Laguna 
di Grado. Dopo la pesca sono stati trasportati in laboratorio a secco, distesi su fogli 
umidi in contenitori di polistirolo. I metodi di pesca e trasporto hanno garantito la 
vitalità degli animali. 
In laboratorio si sono sperimentate diversi tipi di stabulazione, al fine di trovare quella 
ottimale per la specie. L’acqua utilizzata, preparata artificialmente (Prodac ®), ha 
sempre avuto salinità 36 PSU e temperatura 22° C, mentre le condizioni di 
illuminazione non sono state costanti: un gruppo di gamberetti è stato sottoposto a cicli 
naturali di illuminazione (12h luce – 12h buio), un gruppo è stato mantenuto al buio. 
Durante i tentativi di stabulazione si sono variate le dimensioni della vasca, la quantità 
di substrato presente in ciascuna vasca e il numero di gamberetti per vasca: 
1. una vasca da 120 L dotata di sistema di filtraggio sul cui fondo è stato posta 
della sabbia per uno spessore pari a 5 cm; in un primo tentativo i gamberetti 
sono stati lasciati liberi nella vasca (n=80), in seguito si sono posti dei divisori in 
plastica per la formazione di celle in cui sono stati posizionati 4 gamberetti; 
2. due vaschette 56 x 40 x 22 cm sul cui fondo è stata messa sabbia per uno 
spessore di 3 cm; le ridotte dimensioni delle vasche e la presenza della sabbia 
hanno reso impossibile l’utilizzo dei filtri e l’aerazione è stata mantenuta solo in 
una vaschetta. Anche in questo caso in una vaschetta i gamberetti sono stati 
lasciati liberi (n=20), mentre in una sono stati isolati singolarmente da divisori in 
plastica; 
3. 6 vaschette di plastica 20 x 15 x 12 cm: un primo tentativo è stato fatto mettendo 
un gamberetto per ciascuna vaschetta riempita prevalentemente di sabbia (8 cm) 
ricoperta da poca acqua (2 cm); in seguito, con un ulteriore gruppo di animali 
(n=6), si è provato a mettere un gamberetto per ogni vaschetta precedentemente 
riempita con 5 cm di sabbia e 5 cm di acqua. 
Il prelievo dell’emolinfa è stato effettuato con siringhe sterili da 1 mL con ago 25 g, tra 
le membrane articolari del penultimo e terzultimo metamero addominale, direttamente 
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nel pericardio. Su 22 gamberetti si sono effettuati prelievi di emolinfa immediatamente 
dopo il loro arrivo in laboratorio, prima della loro immersione nelle vasche. In seguito 
sono stati creati diversi gruppi (n=5) su cui si sono effettuate alcune prove: 
- prelievo di 30 µL o  50 µL di emolinfa; 
- tempi di prelievo diversi: a 0, 3e 24h oppure a 0, 0,5, 1, 2 e 3h; 
- mantenimento in acqua in vasche singole (5 cm di sabbia e 5 cm di acqua) 
utilizzando la sequenza di prelievo 0, 0,5, 1, 2 e 3h; 
- mantenimento in aria di gamberetti precedentemente stabulati in vasche singole 
(5 cm di sabbia e 5 cm di acqua) utilizzando la sequenza di prelievo 0, 0,5, 1, 2 
e 3h. 
2.4 Determinazione dei parametri fisiologici nell’emolinfa 
2.4.1 Glicemia 
La concentrazione di glucosio nell’emolinfa è stata misurata utilizzando un 
reflettometro colorimetrico ONE TOUCH II e kit commerciali di strisce reattive ONE 
TOUCH (Lifescan). La misura è basata sulla reazione tra il glucosio e l’ossigeno, che 
tramite la glucosio ossidasi, determina la formazione di acido gluconico e acqua 
ossigenata; quest’ultima ossida i due indicatori colorimetrici (reazione mediata dalla 
perossidasi), che assumono una colorazione blu proporzionale alla quantità di glucosio. 
La concentrazione di glucosio nell’emolinfa in mg dL-1 (coefficiente di variazione CV: 
±3 %). 
2.4.2 Acido lattico 
La quantità di acido lattico presente nell’emolinfa è stata determinata utilizzando lo 
strumento LACT ( CDR-analisi e sviluppo sistemi cibernetici). 
Sono state utilizzate cuvette da 1 mL già pronte all’uso (1 cm di cammino ottico), nelle 
quali sono stati aggiunti 10 µL di emolinfa. 
L’acido lattico viene trasformato in acido piruvico (reazione catalizzata dalla lattato 
ossidasi), con formazione di acqua ossigenata che procede nell’ossidazione dei 
cromogeni; la colorazione viola, più o meno intensa, è proporzionale alla quantità di 
acido lattico presente, che viene espressa alla fine della lettura in mg dL-1. 
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2.4.3 Densità 
La densità (10 µL per ogni campione) è stata determinata mediante l’utilizzo di un 
densimetro – salinometro ottico a rifrazione, con compensazione automatica della 
temperatura (SCUBLA s.n.c.). 
2.4.4 Proteine totali 
La concentrazione delle proteine totali è stata determinata grazie all’utilizzo dello 
strumento SCREEN POINT, (Hospitex Diagnostics s.r.l. Firenze). Le cuvette (1 cm di 
cammino ottico) sono state riempite con 1 mL di reattivo pronto all’uso e contenente i 
seguenti reagenti: ioduro di potassio, sodio potassio tartrato, solfato di rame e idrossido 
di iodio (Biureto modificato). Le proteine presenti nel campione reagiscono con ioni 
rameici formando un complesso blu. Dopo 5 min di incubazione delle cuvette a 37 °C, 
lo strumento effettua la lettura alla lunghezza d’onda di 546 nm (520 – 570 nm). 
2.4.5 pH 
Il pH dell’emolinfa è stato misurato con pHmetro (Crison) dotato di microelettrodo per 
misure su piccoli volumi. 
2.4.6 Ammoniemia 
La concentrazione di ammoniaca nell’emolinfa dei granchi è stata misurata utilizzando 
il sistema AMMONIA TEST KIT II (un reflettometro colorimetrico) e AMMONIA 
CHECKER II/PocketChem BA, (Arkray, Inc), un kit commerciale di strisce reattive. 
Per le misurazioni si sono utilizzati 20 µL di emolinfa diluita (10 µL di emolinfa in 490 
µL di PBS), aggiunti sull’area ricevente delle strisce; le reazioni che si sviluppano 
determinano la formazione di ammoniaca gassosa che colora gli indicatori. Le reazioni 
hanno una durata di 180 sec, dopo i quali avviene la lettura in 20 sec; sul display viene 
visualizzata la concentrazione di ammoniaca in µmol/L. 
2.4.7 Elettroliti 
Lo strumento SCREEN POINT utilizzato per la determinazione della concentrazione 
delle proteine totali emolinfatiche è stato utilizzato anche per la misura delle 
concentrazioni di cloruri e di calcio. In entrambi i casi sono stati utilizzati reagenti 
pronti all’uso, con i quali si sono riempite cuvette da 1 cm di cammino ottico. Per 
quanto riguarda i cloruri, al reagente si sono aggiunti 10 µL di emolinfa, mentre per il 
calcio si sono aggiunti 25 µL di emolinfa diluita in milliQ. 
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In entrambi i casi il metodo è colorimetrico, quindi si basa sul legame tra gli ioni 
interessati e i rispettivi reagenti, con sviluppo di colore la cui intensità è direttamente 
proporzionale alle concentrazioni cercate. 
Nel caso dei cloruri, dopo 5 minuti di incubazione a temperatura ambiente, la lettura 
viene effettuata alla lunghezza d’onda di 505 nm, contro bianco reattivo. L’assorbanza 
del calcio viene invece letta a 578 nm dopo 5 minuti di incubazione a 37° C. 
2.5 Valutazione qualitativa delle proteine emolinfatiche 
La valutazione qualitativa delle proteine presenti nell’emolinfa è stata fatta mediante 
l’esecuzione di elettroforesi su gel di acrilamide. 
I campioni sottoposti alle corse elettroforetiche sono stati preparati diluendo 10 µL di 
emolinfa in 490 µL di PBS; 5 µL della soluzione ottenuta sono stati aggiunti a 5 µL di 
SAMPLE buffer. I campioni ottenuti sono stati fatti bollire per circa 10 minuti, ed in 
seguito caricati nei pozzetti della cella elettroforetica (7 µL per pozzetto); sono stati 
confrontati con i pesi molecolari utilizzati come controllo. 
Per la colorazione i gel sono stati immersi in una soluzione di blu di Coomassie per 
un’ora; in seguito sono stati decolorati (40 minuti circa) e reidratati in acqua distillata. 
2.6 Analisi statistiche ed elaborazioni grafiche 
I dati raccolti sono stati inseriti in tabelle Excel e la statistica è stata eseguita mediante 
SPSS 12 ® per Windows; i dati in seguito riportati sono espressi come media ± errore 
standard. 
Gli effetti delle prove sperimentali sui diversi parametri sono stati analizzati mediante 
test-t di Student, sia rispetto al tempo 0h che rispetto alle condizioni di controllo (soglia 
di significatività: P<0,05). 
Le medie e gli errori standard sono stati riportati su grafici, creati utilizzando il 
programma Origin 6.0, che mettono in relazione l’andamento dei vari parametri 
fisiologici rispetto al tempo. Per una migliore resa visiva, la scala temporale non è 
proporzionale. 
L’elaborazione delle immagini, riguardanti le corse elettroforetiche è stata effettuata con 
i programmi Photoshop 7.0 e ImageJ. 
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3 RISULTATI 
3.1 Carcinus aestuarii 
3.1.1 Mortalità 
Il grafico in figura 1 mostra la mortalità registrata durante tutte le fasi sperimentali 
per ciascun gruppo (n=10) sia esposto direttamente (1A) che gradualmente (1B) a 
variazioni di salinità o temperatura. 
3.1.2 Esposizione diretta: salinità 
3.1.2.1 Glicemia 
La glicemia al tempo 0h (n=10), in granchi non trattati ed in seguito utilizzati come 
gruppo di controllo è 5,10 ± 0,50 es mg dL-1; ai successivi prelievi non si sono 
ottenute medie glicemiche significativamente diverse da questo valore (P>0,05). Il 
grafico in figura 2A mostra gli andamenti glicemici nel tempo alle diverse salinità. 
A 6 PSU il glucosio dell’emolinfa, partendo da 3,80 ± 0,59 es mg dL-1 (n=10), è 
aumentato significativamente dal tempo 3h fino a 8h (6,10 ± 0,98 es mg dL-1, 
P=0,023 e 6,20 ± 0,76 es mg dL-1, P=0,040 rispettivamente. Sebbene a 24h la 
glicemia rimanga elevata non è significativamente diversa rispetto al tempo 0h 
(P=0,276). Il confronto tra le medie osservate in questo gruppo e quelle rilevate agli 
stessi tempi nel gruppo di controllo non sono mai state significativamente diverse 
(P>0,05). 
Nel gruppo posto a 16 PSU (n=10) la concentrazione iniziale di glucosio circolante è 
stata 4,20 ± 0,77 es mg dL-1sucessivamente si verifica un lieve aumento della 
glicemia al tempo 3h (5,50 ± 0,86 es mg dL-1 P>0,05) seguito poi da una 
diminuzione fino a 24h (4,30 ± 0,47 es mg dL-1). Al tempo 48h la glicemia è 4,33 ± 
0,47 es mg dL-1 è significativamente diversa da quella ottenuta allo stesso tempo nel 
gruppo di controllo (P=0,033). 
L’esposizione a 26 PSU (n=10) non ha mai determinato aumenti significativi 
(P>0,05) della concentrazione di glucosio rispetto al tempo 0h (4,20 ± 0,51 es mg dL-
1); a 48h la glicemia misurata (4,00 ± 0,49 es mg dL-1) è stata significativamente 
diversa da quella rilevata allo stesso tempo nel gruppo di controllo (P=0,012). 
La concentrazione di glucosio iniziale (0h) nei granchi in seguito esposti a 46 PSU 
(n=10) è stata 3,10 ± 0,41 es mg dL-1; anche in questo caso ai tempi successivi non si 
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Figura 1: mortalità osservata durante gli esperimenti con  C. aestuarii. In A sono riportati i 
dati  osservati  durante  gli  esperimenti  di  esposizione  diretta  a  salinità  o  temperature 
modificate, in B i dati osservati durante l’esposizione graduale e in C durante l’esposizione 
all’aria.
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sono avute differenze significative (P>0,05) rispetto alla media iniziale. In 
quest’ultimo gruppo il confronto tra le glicemia ottenute a tutti i tempi ed i valori del 
gruppo di controllo ha evidenziato sempre differenze significative (0h P=0,007; 3h 
P=0,027; 8h P=0,003; 24h P=0,0001; 48h P=0,0001) (Appendice, tavola 1A; figura 
2A). 
3.1.2.2 Acido lattico 
Nel gruppo di controllo (n=10; figura 2B) mantenuto a 36 PSU la concentrazione di 
acido lattico è progressivamente diminuito; le medie ottenute a 3, 8, 24, 48h non 
sono mai state significativamente diverse (P>0,05) da quelle del tempo 0h (3,10 ± 
0,27 es mg dL-1). 
Il valore iniziale (0h) di lattico emolinfatico dei granchi (n=10) in seguito posti alla 
salinità 6 PSU è 3,16 ± 0,26 es mg dL-1; ai tempi successivi si sono registrati dei 
progressivi aumenti fino a raggiungere a 24h, un valore di 3,57 ± 0,32 es mg dL-1 
(P=0,018 vs 0h). In questo gruppo i valori non sono mai stati significativamente 
diversi da quelli ottenuti per il gruppo di controllo (P>0,05). 
Prima del passaggio a 16 PSU (tempo 0h) la media di acido lattico emolinfatico è 
3,34 ± 0,25 es mg dL-1 (n=10). Nelle 3h successive si è misurato un lieve ma non 
statisticamente significativo (P>0,05) aumento della concentrazione (3,59 ± 0,35 es 
mg dL-1); in seguito fino a 24h si assiste invece ad un leggero decremento fino a 3,26 
± 0,24 es mg dL-1 (P>0,05). L’ulteriore diminuzione di acido lattico registrata a 48h 
(2,81 ± 0,25 es mg dL-1) è invece risultata significativamente diversa dal tempo 0h 
(P=0,014). Anche per questo gruppo le medie di acido lattico ai diversi tempi non 
sono state significativamente diverse da quelle del gruppo di controllo (P>0,05). 
Durante l’esposizione diretta alla salinità di 26 PSU (n=10) la concentrazione di 
acido lattico è progressivamente aumentata da 3,45 ± 0,46 es mg dL-1 (tempo 0h) a 
3,86 ± 0,39 es mg dL-1 (P=0,032 vs tempo 0h) nell’arco di 24h; a 48h l’acido lattico 
torna a 3,54 ± 0,36 es mg dL-1 valore non significativamente diverso rispetto al 
tempo 0h (P>0,05). Le medie ottenute non sono mai state significativamente diverse 
da quelle del gruppo di controllo (P>0,05). 
A 46 PSU dalla concentrazione iniziale di acido lattico di 3,28 ± 0,23 es mg dL-1 
(n=10) si passa, con un graduale aumento fino alle 8h, a un valore di 4,28 ± 0,42 es 
mg dL-1 significativamente diverso sia dal tempo 0h (P=0,014) che dal controllo 
(P=0,006). In seguito l’acido lattico torna a diminuire e i valori ottenuti non sono mai 
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stati significativamente diversi (P>0,05) né dal tempo 0h né dal gruppo di controllo 
(Appendice, tavola 1B; figura 2B). 
3.1.2.3 Densità 
Nel gruppo di controllo (n=10) mantenuto a 36 PSU la densità al tempo 0h è stata 
1045,90 ± 4,06 es g L-1; nei prelievi successivi si è poi registrata una diminuzione e 
in particolare, i valori  ottenuti ai tempi 24 e 48h, rispettivamente 1039,50 ± 2,95 es g 
L-1 e 1037,00 ± 2,16 es g L-1, sono risultati significativamente inferiori al tempo 0h 
(P=0,043, P=0,032). 
A 6 PSU la densità  emolinfatica iniziale media del gruppo sperimentale (n=10) è 
1048,60 ± 4,21 es g L-1. Già dopo 3h di esposizione ad ambiente iposalino si è 
osservata una diminuzione significativa della densità (1041,60 ± 4,14 es g L-1, 
P=0,0001); successivamente si verifica una diminuzione fino a 1030,29 ± 3,04 es g 
L-1 (24h) dato significativamente diverso sia dal tempo 0h (P=0,0001) che da quello 
del gruppo di controllo (P=0,047). 
A 16 PSU il valore di densità al tempo 0h è 1052,40 ± 4,77 es g L-1 (n=10) e come 
nel caso precedente nell’arco delle 48h si verifica una progressiva diminuzione. A 
ciascun tempo di prelievo le medie delle densità sono risultate significativamente 
diverse dal tempo 0h (P<0,05) ma non dai valori agli stessi tempi del controllo 
(P>0,05; appendice, tavola 1C). 
Come si vede nel grafico in figura 2C durante l’esposizione a 26 PSU la densità 
media dell’emolinfa cala progressivamente da 1046,00 ± 3,98 es g L-1 (tempo 0h; 
n=10) a 1038,00 ± 4,06 es g L-1 (48h); a tutti i prelievi i valori sono risultati 
significativamente diversi rispetto al tempo 0h (rispettivamente P=0,043, P=0,018, 
P=0,027, P=0,0001) ma non rispetto al gruppo di controllo (P>0,05). Il valore 
iniziale della densità emolinfatica nei granchi in seguito esposti alla salinità di 46 
PSU è 1048,60 ± 2,21 es g L-1 (n=10). Durante l’esperimento, non si sono osservate 
variazioni significative (P>0,05). Dal confronto dei dati ottenuti in questo gruppo 
sperimentale e quelli ottenuti dal gruppo di controllo, sono risultate 
significativamente diverse le medie ai tempi 8 e 24h (rispettivamente P=0,028, 
P=0,024) (Appendice, tavola 1C; figura 2C). 
3.1.2.4 Proteine 
Nel gruppo di controllo (salinità 36 PSU; n=10) il valore al tempo 0h è 2,68 ± 0,46 es 
g dL-1 che cala progressivamente nelle 48h (fig. 2D) fino a 1,73 ± 0,24 es g dL-1 
(P=0,052 vs 0h). 
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La media ottenuta al tempo 0h nei granchi posti a 6 PSU (n=10) è stata 3,30 ± 0,51 
es g dL-1. Già dopo 3h le proteine circolanti nell’emolinfa diminuiscono 
significativamente (P<0,05), raggiungendo a 24h la concentrazione di 2,27 ± 0,32 es 
g dL-1 (P=0,013). In questo gruppo la concentrazione delle proteine totali non è mai 
risultata, ai singoli tempi, significativamente diversa dal controllo (P>0,05). 
A 16 PSU (n=10), le proteine partendo dalla concentrazione di 3,22 ± 0,52 es g dL-1, 
subiscono un’iniziale diminuzione (P>0,05) a 3h, seguita ai tempi successivi da 
ulteriori decrementi significativamente diversi dal tempo 0h (P<0,05) (Appendice, 
tavola 1D; figura 2D). I dati di questo gruppo, confrontati con quelli del gruppo di 
controllo non sono mai significativamente diversi (P>0,05). 
Come le precedenti, anche la salinità 26 PSU (n=10; fig. 2D) causa una costante 
diminuzione delle proteine che passano da 2,52 ± 0,51 es g dL-1 al tempo 0h a 1,51 ± 
0,44 es g dL-1 al tempo 24h (P=0,006). A differenza di ciò che accade negli altri 
gruppi esposti ad ambiente iposalino, dopo 48h le proteine totali aumentano e non 
risulto significativamente diverse dal tempo 0h (1,94 ± 0,39 es g dL-1, P=0,054). 
Anche a questa salinità non si evidenziano, ai rispettivi prelievi, dati 
significativamente diversi da quello di controllo (P>0,05). 
La salinità 46 PSU determina una diminuzione progressiva delle proteine totali da 
2,40 ± 0,30 es g dL-1 (n=10)  fino a 1,80 ± 0,19 es mg dL-1 nell’arco di 8h. Sebbene 
alle 24h le proteine subiscano un incremento (P=0,0001 vs 0h), a 48h si è ottenuta 
un’ulteriore loro significativa diminuzione (1,67 ± 0,33 es g dL-1, P=0,003). Anche in 
questo caso la concentrazione delle proteine totali nell’emolinfa dei granchi non è 
mai stata significativamente diversa da quella degli animali utilizzati come controllo 
(P>0,05) (Appendice, tavola 1D; figura 2D). 
3.1.2.5 pH 
Il pH a 0h nel gruppo di controllo (n=10) è risultato 7,83 ± 0,06 es, poi diminuito 
progressivamente fino a 8h (7,72 ± 0,07 es, P=0,158). Nelle ore seguenti il pH  torna 
ad aumentare fino a raggiungere valori prossimi a quello rilevato al tempo 0h. 
Alla salinità 6 PSU si verifica un brusco aumento del valore di pH, che passa dal 
valore iniziale di 7,68 ± 0,05 es a 8,29 ± 0,04 es a 24h. A tutti i tempi gli aumenti 
sono stati significativamente diversi rispetto al tempo 0h (P<0,05); inoltre i valori 
registrati dopo 24 e 48h di esposizione sono anche significativamente diversi da 
quelle ottenuti ai medesimi tempi nel gruppo di controllo (P=0,0001). 
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A 16 PSU si è osservato un andamento analogo a quello appena descritto: al tempo 
0h infatti il pH dell’emolinfa è 7,82 ± 0,04 es (n=10), ed aumenta progressivamente 
nei prelievi successivi e fino a 24h (rispettivamente 7,91 ± 0,04 es, P=0,002; 8,06 ± 
0,03 es, P=0,0001; 8,08 ± 0,02 es, P=0,0001). I dati sono risultati significativamente 
diversi da quelli ottenuti nel gruppo di controllo (P<0,05). Dopo 48h di esposizione il 
pH rimane elevato (7,99 ± 0,02 es) e significativamente diverso sia dal tempo 0h che 
dal gruppo di controllo (P<0,05). 
Prima dell’esposizione di C. aestuarii (n=10) alla salinità 26 PSU, la media del pH 
dell’emolinfa è stata 7,84 ± 0,02 es. Dopo 3h di esposizione il pH è aumentato 
significativamente rispetto al tempo 0h, ma non rispetto al gruppo di controllo (7,89 
± 0,03 es, P=0,022, P=0,054). L’ulteriore aumento osservato a 24h (7,95 ± 0,03 es) è 
invece risultato significativo sia rispetto al tempo 0h (P=0,007) che allo stesso tempo 
nel gruppo di controllo (P=0,013).  
A differenza di quanto osservato alle altre salinità, l’esposizione a 46 PSU ha causato 
una lieve e graduale diminuzione del pH. Al tempo 0h il pH è 7,90 ± 0,02 es (n=10) e 
diminuisce fino al valore 7,87 ± 0,02 es registrato dopo 48h. Il confronto tra i dati 
ottenuti a tutti i tempi di prelievo e la condizione iniziale non è mai significativo 
(P>0,05). I valori sono invece significativamente diversi rispetto al controllo ai tempi 
3, 8 e 48h (rispettivamente P=0,042, P=0,048, P=0,005) (Appendice, tavola 1E; 
figura 2E). 
3.1.2.6 Ammoniaca 
Nel gruppo di controllo (n=5) la concentrazione iniziale è stata di 0,19 ± 0,04 es 
mmoL L-1 ed è aumentata in maniera non significativa (P>0,05) nell’arco delle 3h 
successive fino a 0,25 ± 0,08 es mmoL L-1. A 24h la concentrazione di questo 
metabolita è scesa fino a 0,12 ± 0,01 es mmoL L-1 (P>0,05). 
L’andamento ottenuto per il gruppo di controllo si è ripetuto nel caso di tutti i gruppi  
esposti a basse salinità. A 6 PSU (n=5) l’ammoniaca aumenta da 0,17 ± 0,02 es 
mmoL L-1 a 0,34 ± 0,05 es mmoL L-1 dopo 3h (P=0,004), il dato però non è 
significativamente diverso rispetto al gruppo di controllo (P>0,05). A 24h la media 
ottenuta (0,21 ± 0,01 es mmoL L-1) è superiore sia rispetto alla condizione iniziale 
(P=0,013) che allo stesso tempo per il gruppo di controllo (P=0,001). 
L’esposizione a 16 PSU (n=5; fig. 2F) ha indotto lievi ma non significativi aumenti 
(P>0,05) della concentrazione di ammoniaca; inoltre i dati ottenuti per questo gruppo 
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sperimentale non sono significativamente diversi rispetto al gruppo di controllo 
(P>0,05). 
La concentrazione di ammoniaca iniziale nei granchi poi esposti a 26 PSU è stata 
0,16 ± 0,01 es mmoL L-1. Nell’arco delle ore successive l’ammoniaca aumenta, ma 
non è mai significativa (P>0,05) rispetto al tempo 0h. Il valore a 24h (0,25 ± 0,04 es 
mmoL L-1) è significativamente diverso (P=0,025) da quella ottenuta al medesimo 
tempo nel controllo. 
L’andamento della concentrazione dell’ammoniaca dei granchi esposti a 46 PSU 
(n=5) è stato contrario a quello descritto per le altre salinità. Dopo 3h di esposizione 
l’ammoniaca cala lievemente e passa da 0,19 ± 0,02 es mmoL L-1 a 0,16 ± 0,02 es 
mmoL L-1 (P>0,05). Dopo 24h la media di 0,18 ± 0,02 es mmoL L-1, non è 
significativamente diversa dal tempo 0h (P>0,05), mentre lo è dallo stesso tempo del 
gruppo di controllo (P=0,035) (Appendice, tavola 1F; figura 2F). 
3.1.2.7 Cloruri 
Nel gruppo di controllo (36 PSU; n=10), la concentrazione dei cloruri è stata circa 
costante a tutti i tempi (Appendice, tavola 1G; figura 2G), e mai significativamente 
diversa dal tempo 0h (P>0,05). 
Durante l’esposizione a 6 PSU (n=10) si è osservata una brusca diminuzione dei 
cloruri, che sono passati da 9,29 ± 0,30 es mmoL L-1 a 4,20 ± 0,31 es mmoL L-1 a 
24h (P=0,0001) questo dato è significativamente diverso anche dal gruppo di 
controllo (P=0,0001). 
Anche la salinità 16 PSU (n=10) ha indotto una diminuzione significativa della 
concentrazione dei cloruri (P<0,05), passando da un valore iniziale di 9,31 ± 0,28 es 
mmoL L-1, a 8,27 ± 0,26 es mmoL L-1 dopo 3h e a 7,41 ± 0,37 es mmoL L-1 a 24h. 
Come nel caso precedente anche qui la media a 24h è significativamente diversa da 
quella ottenuta allo medesimo tempo nel controllo (P=0,042). 
Come nei casi precedenti anche a 26 PSU (n=10), i cloruri sono diminuiti 
(Appendice, tavola 1G; fig. 2G); le medie sono risultate significativamente diverse 
dal tempo 0h a tutti i tempi (P<0,05), ma non dal gruppo di controllo (P>0,05). 
A differenza degli altri gruppi sperimentali dopo il passaggio da 36 a 46 PSU (n=10) 
la concentrazione dei cloruri, inizialmente di 8,82 ± 0,22 es mmoL L-1, aumenta 
passando a 9,59 ± 0,22 es mmoL L-1 e 10,16 ± 0,22 es mmoL L-1 (3 e 24h 
rispettivamente) valori che sono significativamente diversi sia dal tempo 0h (P=0,048 
e P=0,004) che dal gruppo di controllo (P=0,0001) (Appendice, tavola 1G; fig. 2G). 
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3.1.2.8 Calcio 
A 36 PSU la media del calcio a 0h è di 13,11 ± 0,66 es mmoL L-1 (n=10) valore che 
diminuisce fino alla concentrazione di 12,35 ± 0,61 es mmoL L-1 al tempo 3h 
(P>0,05), si verifica poi un successivo  lieve aumento fino a 14,51 ± 0,55 es mmoL 
L-1 a 24h (P>0,05). 
La concentrazione iniziale in granchi poi esposti a 6 PSU è 13,04 ± 0,40 es mmoL L-
1
. Durante l’esperimento la concentrazione diminuisce entro le prime 3h (12,56 ± 
0,55 es mmoL L-1; P>0,05) e poi fino a 4,51 ± 0,13 es mmoL L-1 dopo 24h di 
esposizione (P=0,0001 rispetto al tempo 0h e P=0,0001 rispetto al controllo). 
Anche a 16 PSU la concentrazione del calcio, inizialmente di 13,03 ± 0,95 es mmoL 
L-1, diminuisce nell’arco delle 24h quando il valore  (9,64 ± 0,54 es mmoL L-1) è 
risultato significativamente diverso sia dal tempo 0h (P=0,010) che allo stesso tempo 
nel gruppo di controllo (P=0,0001). 
La salinità 26 PSU induce ancora (fig. 2H), una progressiva diminuzione della 
concentrazione del calcio (n=10). Solo il valore a  24h (11,49 ± 0,74 es mmoL L-1) è 
stato significativamente diverso sia dal tempo 0h (P=0,019) che dal gruppo di 
controllo (P=0,005). 
A 46 PSU si è osservato invece un graduale aumento nella concentrazione del calcio. 
Infatti dopo 3h la concentrazione è passata da 13,79 ± 0,31 es mmoL L-1 a 14,80 ± 
0,28 es mmoL L-1 (P=0,029) e dopo 24h a 16,04 ± 0,42 es mmoL L-1 (P=0,001). Ad 
entrambi i tempi i valori  sono significativamente diversi da quelli del gruppo di 
controllo (P<0,05) (Appendice, tavola 1H; figura 2H). 
 
Riassumendo i dati fin qui presentati, durante lo stress osmotico acuto in C. 
aestuarii si sono osservate alterazioni delle risposte fisiologiche legate soprattutto al 
metabolismo degli zuccheri, alle proteine, all’ammoniaca e al pH dell’emolinfa. 
Negli stress iposalini, le maggiori variazioni di questi parametri si sono osservate 
durante l’esposizione a 6 PSU e sono diminuite di intensità a 16 e 26 PSU, ovvero 
man mano che ci si avvicinava alla salinità di controllo di 36 PSU. Durante lo stress 
ipersalino (46 PSU) gli andamenti della glicemia, della latticemia, della densità 
dell’emolinfa e dell’ammoniaca non sono concordi con quelli osservati per le altre 
salinità sperimentali: quando infatti per le altre salinità si sono osservati aumenti dei 
parametri, per questa si sono registrate loro diminuzioni e viceversa. 
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3.1.3 Esposizione graduale e adattamento: salinità 
Vengono di seguito descritti i dati ottenuti dagli esperimenti con i granchi esposti 
gradualmente ed adattati a diverse salinità. 
3.1.3.1 Glicemia 
Quattro gruppi di granchi sono stati trasferiti a salinità 6, 16, 26 e 46 PSU, partendo 
da quella di controllo (36 PSU). 
Nel gruppo (n=10) esposto gradualmente a 6 PSU la glicemia al tempo 0h è stata 
4,10 ± 0,69 es mg dL-1, non significativamente diversa rispetto a quella misurata allo 
stesso tempo nei granchi esposti direttamente alla medesima salinità (P>0,05). Il 
glucosio emolinfatico in questo gruppo cresce nell’arco delle 48h fino a 5,00 ± 0,76 
es mg dL-1; le medie ottenute ai tempi 3, 8, 24, 48h non sono mai state però 
significativamente diverse né rispetto al tempo 0h né rispetto a quelle ottenute agli 
stessi tempi nel gruppo sperimentale che ha subito uno step a 6 PSU (P>0,05) 
(Appendice, tavola 2A; figura 3A). Dopo 14d di esposizione alla salinità 6 PSU la 
glicemia nei granchi è 4,75 ± 1,03 es mg dL-1, non significativamente diversa dal 
controllo, rappresentato dalla media di glucosio circolante nell’emolinfa di tutti i 
granchi stabulati ed in seguito utilizzati negli esperimenti di esposizione diretta 
(n=50) alle diverse salinità (4,08 ± 0,26 es mg dL-1, P>0,05) (Appendice, tavola 2A; 
figura 3E). 
In seguito al passaggio a 16 PSU la glicemia a 0h, di 7,10 ± 0,62 es mg dL-1 (n=10), 
è significativamente più elevata che nel gruppo esposto direttamente alla stessa 
salinità (P=0,009). A 3h il glucosio mostra un picco significativo(P<0,05) sia rispetto 
al tempo 0h che allo stesso tempo nel gruppo che ha subito lo step alla salinità 16 
PSU, in seguito tende a diminuire fino a 24h (P>0,05). Dopo 48h di esposizione la 
glicemia (7,78 ± 0,65 es mg dL-1 P>0,05 vs 0h) è significativamente diversa dallo 
stesso tempo nel gruppo utilizzato durante gli step e servito come confronto 
(P=0,0001). Dopo due settimane di mantenimento a questa salinità la glicemia di 
5,20 ± 1,02 es mg dL-1 non è significativamente diversa né dal tempo 0h né dalla 
glicemia media nei granchi utilizzati ai tempi 0h durante gli esperimenti di step 
(Appendice, tavola 2A; figure 3B e 3E). 
Il raggiungimento della salinità 26 PSU (n=10) non ha indotto variazioni 
significative nella concentrazione di glucosio né rispetto al tempo 0h né al relativo 
gruppo esposto direttamente alla medesima salinità (P>0,05). Solo il valore misurato 
a 48h (6,10 ± 0,64 es mg dL-1) è risultato significativamente più elevato rispetto a 
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quello misurato nel gruppo che ha subito esposizione diretta (P=0,019). A 14d la 
glicemia non è significativamente (P>0,05) dal gruppo di controllo (tempi 0h 
esperimenti di esposizione diretta) (Appendice, tavola 2A; figure 3C e 3E). 
Al tempo 0h nel gruppo di granchi che ha subito un graduale aumento della salinità 
fino a 46 PSU (n=10) la concentrazione di glucosio circolante nell’emolinfa è stata 
4,80 ± 2,10 es mg dL-1. Nel corso dell’esperimento, fino al tempo 48h la glicemia è 
aumentata progressivamente; le medie ottenute ai diversi tempi non sono mai state 
significativamente diverse rispetto al tempo 0h (P>0,05), mentre ai tempi 8, 24 e 48h 
lo sono state rispetto al gruppo di granchi esposti direttamente alla stessa salinità 
(P<0,05) (Appendice, tavola 2A; figura 3D). Anche in questo caso a 14d la glicemia 
non mostra variazioni significative (P>0,05) (Appendice, tavola 2A; figura 3E). 
3.1.3.2 Acido lattico 
I grafici in figura 4 mostrano l’andamento nel tempo dell’acido lattico nell’emolinfa 
durante le esposizioni graduali alle diverse salinità. 
L’esposizione graduale alla salinità 6 PSU (fig. 4A) determina un aumento di acido 
lattico fino a 21,28 ± 0,37 es mg dL-1 (n=10), valore significativamente diverso da 
quello allo stesso tempo nel gruppo esposto direttamente (P=0,0001). Durante il 
corso dell’esperimento l’acido lattico, pur mantenendosi significativamente più alto 
rispetto al gruppo di granchi esposto direttamente a 6 PSU (P=0,0001 a tutti i tempi), 
diminuisce nell’arco delle 48h e i dati ottenuti a 24 e 48h (rispettivamente 16,48 ± 
1,09 es mg dL-1 e 17,46 ± 0,94 es mg dL-1) sono significativamente diverse dal tempo 
0h (P>0,05). Dopo 14d l’acido lattico è significativamente diverso da quello medio 
nei granchi utilizzati al tempo 0h (n=50) durante gli step di salinità (3,27 ± 0,12 es 
mg dL-1, P=0,001) (Appendice, tavola 2B; figura 4E). 
In seguito al passaggio da 36 a 16 PSU la concentrazione di acido lattico a 0h è stata 
di 1,86 ± 0,11 es mg dL-1 (n=10) inferiore a quella misurata allo stesso tempo nel 
gruppo esposto direttamente alla medesima salinità (P=0,0001). Nell’arco delle 24h 
successive l’acido lattico circolante, aumenta rispetto al tempo 0h (P<0,05) ma 
rimane significativamente più basso rispetto al gruppo esposto direttamente a 16 PSU 
(P<0,05). A 48h la media ottenuta (2,58 ± 0,19 es mg dL-1) non risulta 
significativamente diversa né dal tempo 0h né rispetto allo stesso tempo nel gruppo 
di confronto (P>0,05) (Appendice, tavola 2B; figura 4B). Dopo 14d l’acido lattico, 
non è significativamente diverso dal tempo 0h (P>0,05) ma lo è rispetto alla media di 
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controllo (n=50, 3,27 ± 0,12 es mg dL-1, P=0,0001) (Appendice, tavola 2B; figura 
4E). 
Al tempo 0h, dopo un periodo di esposizione graduale a salinità modificata fino a 26 
PSU, la concentrazione di acido lattico è stata di 2,21 ± 0,21 es mg dL-1 (P=0,010 vs 
0h del gruppo esposto direttamente a 26 PSU). Come rappresentato nel grafico in 
figura 4C, durante l’arco di tutto l’esperimento fino al tempo 48h questo metabolita 
non ha subito variazioni significative rispetto al tempo 0h (P>0,05), e non è 
significativamente diverso dal gruppo esposto direttamente alla medesima salinità 
(P>0,05). Dopo 14d, l’acido lattico pari a 2,47 ± 0,15 es mg dL-1 è significativamente 
più basso rispetto alla media di controllo (3,27 ± 0,12 es mg dL-1, P=0,001) 
(Appendice, tavola 2B; figura 4E). 
L’esposizione graduale fino a 46 PSU e l’adattamento fino a 14d non ha determinato 
variazioni significative della concentrazione di acido lattico né rispetto al tempo 0h 
né rispetto al gruppo che ha subito esposizione diretta alla stessa salinità (P>0,05) 
(Appendice, tavola 2B; grafici in figure 4D e 4E). 
3.1.3.3 Densità 
Il passaggio graduale alla salinità di 6 PSU ha indotto nei granchi (n=10) una 
diminuzione della densità dell’emolinfa fino a 1020,80 ± 1,37 es g L-1 (0h), 
significativamente diverso rispetto a quello del gruppo esposto direttamente alla 
stessa salinità (P=0,0001). Il grafico in figura 5A mostra come dopo un immediato 
aumento a 3h (1039,70 ± 3,08 es g L-1, P=0,0001 vs tempo 0h), la densità 
dell’emolinfa è progressivamente diminuita nell’arco di tutto l’esperimento. Le 
medie ottenute fino a 48h sono sempre state superiori rispetto al  tempo 0h (P<0,05) 
ma non significativamente diverse da quelle del gruppo esposto direttamente a 6 PSU 
(P>0,05) (Appendice, tavola 2C; figura 5A). Dopo 14d di esposizione la media di 
1028,75 ± 4,68 es g L-1 è significativamente inferiore rispetto al controllo, 
rappresentato dai granchi utilizzati al tempo 0h (n=50) durante gli esperimenti di 
esposizione diretta (1048,30 ± 1,72 es g L-1, P=0,018) (Appendice, tavola 2C; figura 
5E). 
La densità dell’emolinfa iniziale in C. aestuarii (n=10) dopo il passaggio graduale da 
36 a 16 PSU è stata 1044,10 ± 4,16 es g L-1 (fig. 5B). Ai tempi successivi si è avuta 
una progressiva diminuzione della densità mai significativamente diversa rispetto a 
quelle misurata, ai medesimi tempi, nei granchi esposti direttamente a questa salinità 
(P>0,05). Tuttavia a 24 e 48h, la densità è inferiore rispetto al tempo 0h (P<0,05). 
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Dopo due settimane di permanenza a 16 PSU la densità di 1035,20 ± 1,96 es g L-1 è 
significativamente diversa da quella dell’emolinfa dei granchi (n=50) mantenuti a 36 
PSU e utilizzati al tempo 0h negli step (P=0,0001) (Appendice, tavola 2C; figura 
5E). 
A 26 PSU la densità dell’emolinfa dei granchi (n=10) al tempo 0h è stata 1054,40 ± 
4,62 es g L-1, non significativamente diversa rispetto al gruppo esposto direttamente 
alla stessa salinità (P>0,05). A tutti i tempi successivi la densità non è risultata 
significativamente diversa né dal tempo 0h né dal gruppo che ha subito esposizione 
diretta (P>0,05) (Appendice, tavola 2C; figure 5C e 5E). 
In seguito al passaggio graduale da 36 a 46 PSU la densità dell’emolinfa a 0h 
(1062,50 ± 4,23 es g L-1; n=10) è significativamente più alta rispetto a quella 
osservata al medesimo tempo nei granchi esposti direttamente a 46 PSU (P=0,012). 
Nell’arco delle ore successive la densità diminuisce e le medie ottenute ai diversi 
tempi sono significativamente diverse (P<0,05) sia dal tempo 0h che dal gruppo 
esposto direttamente a 46 PSU. (Appendice, tavola 2C; figura 5D). Dopo due 
settimane di mantenimento a questa salinità, la densità (1055,67 ± 3,07 es g L-1) non 
risulta essere significativamente diversa dal controllo (1048,30 ± 1,72 es g L-1, 
P=0,068) (Appendice, tavola 2C; figura 5E). 
3.1.3.4 Proteine 
Il grafico in figura 6A mostra l’andamento delle proteine totali nell’emolinfa dei 
granchi trasferiti gradualmente da 36 a 6 PSU (n=10). La concentrazione iniziale è 
2,59 ± 0,28 es g dL-1 e successivamente non si evidenziano variazioni significative 
né rispetto al tempo 0h né al gruppo esposto direttamente a 6 PSU (P>0,05) 
(Appendice, tavola 2D). 
A16 PSU (fig. 6B) la concentrazione delle proteine a 0h è stata 3,66 ± 0,49 g dL-1 
(n=10) e successivamente solo al tempo 48h (4,09 ± 0,58 es g dL-1) sono risultate 
significativamente maggiori (P=0,016) rispetto al valore, allo stesso tempo, nel 
gruppo che ha subito il passaggio diretto alla stessa salinità. A 14d la concentrazione 
delle proteine totali è stata di 3,00 ± 0,28 es g dL-1, non significativamente diversa 
dalla loro concentrazione media nell’emolinfa nei granchi (n=50) stabulati per lo 
stesso tempo a 36 PSU (2,82 ± 0,21 es g dL-1, P>0,05). 
In seguito al passaggio graduale a 26 PSU le proteine totali nell’emolinfa sono 
diminuite progressivamente (fig. 6C); a tutti i tempi i valori medi sono risultati 
significativamente diversi sia dal tempo 0h, che dal gruppo trasferito senza passaggi 
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intermedi a questa salinità (P<0,05); anche durante l’adattamento di due settimane a 
questa salinità la media è significativamente diversa dal controllo rappresentato dai 
granchi (n=50) utilizzati al tempo 0h negli esperimenti di esposizione diretta 
(Appendice, tavola 2D, figura 6E). 
Nei granchi (n=10) trasferiti progressivamente a 46 PSU le proteine totali 
emolinfatiche sono state 4,36 ± 0,53 es g dL-1. Fino a 48h le proteine diminuiscono 
in maniera non significativa rispetto al tempo 0h (P>0,05) ma le medie ottenute sono 
sempre state significativamente maggiori rispetto ai valori nel gruppo utilizzato nello 
step a 46 PSU (P<0,05). Dopo due settimane di adattamento le proteine (4,76 ± 0,47 
es g dL-1) sono significativamente più alte rispetto al gruppo di controllo (n=50, 2,82 
± 0,21 es g dL-1, P=0,007) (Appendice, tavola 2D; figure 6D e 6E). 
3.1.3.5 pH 
Il pH iniziale dell’emolinfa dei granchi trasferiti gradualmente da 36 a 6 PSU è stato 
di 8,04 ± 0,02 es, significativamente superiore a quello del gruppo esposto 
direttamente alla stessa salinità (P=0,0001). Le medie ottenute ai tempi successivi 
non sono state significativamente diverse dal tempo 0h (P>0,05), e solo quelle 
ottenute a 8 e 24h sono significativamente diverse da quelle del gruppo utilizzato 
nello step a 6 PSU (P<0,05). Dal grafico in figura 2E si può vedere che dopo 14d di 
adattamento il pH è sceso a 7,92 ± 0,10 es e non è significativamente diverso dalla 
media ottenuta nei granchi utilizzati ai tempi 0h negli esperimenti di step, e serviti da 
controllo (n=50, 7,81 ± 0,02 es, P>0,05) (Appendice 2E; figure 7A e 7E). 
Passando a 16 PSU (fig. 7B) il pH dell’emolinfa (7,73 ± 0,02 es; n=10) non è 
significativamente diverso da quello dei granchi utilizzati nello step a questa salinità 
(P>0,05). Nel corso delle 48h successive il pH aumenta gradualmente e a 24 e 48h è 
significativamente diverso dal tempo 0h (P<,05). Dal confronto con il gruppo 
esposto direttamente a 16 PSU è significativo il pH ai tempi 3, 8 e 24h (P<0,05). A 
14d il pH, di 7,72 ± 0,02 es, è significativamente diverso dal controllo (n=50, 7,81 ± 
0,02 es, P=0,002) (Appendice, tavola 2E; figura 7E). 
Nel passaggio graduale da 36 a 26 PSU (n=10), il pH dell’emolinfa al tempo 0h è 
7,75 ± 0,01 es (P=0,001 vs step a 26 PSU). Nell’arco delle ore successive il pH 
aumenta gradualmente fino al picco massimo ottenuto a 24h significativo rispetto al 
tempo 0h (P=0,0001) (fig. 2C), ma non dal gruppo esposto direttamente alla stessa 
salinità (P>0,05). Dopo due settimane di adattamento (fig. 7E) il pH non è 
significativamente diverso dal controllo (n=50, 7,81 ± 0,02 es, P>0,05). 
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Il passaggio graduale di C. aestuarii (n=10) alla salinità 46 PSU induce un 
progressivo aumento del pH dell’emolinfa che risulta a tutti i prelievi 
significativamente diverso sia dal valore a 0h che dal gruppo trasferito direttamente 
da 36 a 46 PSU (P<0,05). A 14d il pH (7,74 ± 0,02 es) non è significativamente 
diverso dal controllo (P>0,05) (Appendice 2E; figure 7D e 7E).  
3.1.3.6 Ammoniaca 
Per ogni gruppo sperimentale esposto gradualmente alle diverse salinità, è stata 
valutata l’ammoniemia in cinque granchi (fig. 8). 
Al tempo 0h la media della concentrazione dell’ammoniaca nell’emolinfa dei granchi 
trasferiti gradualmente da 36 a 6 PSU è 0,24 ± 0,02 es mmoL L-1, valore superiore 
(P<0,05) di quello allo stesso tempo del gruppo esposto direttamente alla stessa 
salinità. Il picco ottenuto a 3h (0,31 ± 0,03 es mmoL L-1) è significativamente 
diverso dal valore a 0h (P=0,003), ma non da quello del gruppo utilizzato nello step 
(P>0,05). Al tempo successivo e dopo il periodo di adattamento, l’ammoniemia non 
è significativamente diversa dai dati utilizzati come confronto (P>0,05) (Appendice 
2F; figure 8A e 8E). 
L’esposizione graduale a 16 PSU non ha determinato variazioni significative (vs 0h) 
della concentrazione di ammoniaca nell’arco delle 24h (P>0,05); i dati inoltre non 
sono risultati significativamente diversi (P>0,05) neanche dal gruppo che ha subito lo 
step da 36 a 16 PSU. Dopo 14d di adattamento alla salinità definitiva, l’ammoniaca, 
di 0,36 ± 0,06 es mmoL L-1, è significativamente più alta rispetto al controllo, 
rappresentato dai granchi stabulati (n=25) per due settimane e utilizzati come tempo 
0h negli esperimenti di step (0,19 ± 0,01 es mmoL L-1 P=0,043) (Appendice 2E; 
figure 8B e 8E). 
Il progressivo trasferimento di C. aestuarii alle salinità 26 e 46 PSU non ha 
determinato variazioni significative (P>0,05) nell’ammoniemia né in seguito al 
confronto con il rispettivo tempo 0h né da quello con i gruppi trasferiti direttamente 
alle stesse salinità (Appendice 2E; figure 8C, 8D e 8E). 
3.1.3.7 Cloruri 
La concentrazione iniziale dei cloruri nell’emolinfa dei granchi (n=10) utilizzati nel 
trasferimento graduale da 36 a 6 PSU è stata 8,28 ± 0,34 es mmoL L-1 valore 
significativamente (P=0,041) più basso rispetto a quello iniziale del gruppo esposto 
direttamente alla stessa salinità. come rappresentato nel grafico in figura 9A, 
nell’arco delle 24h successive si è osservata una significativa diminuzione dei cloruri 
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Figura  8:  confronto  dell’andamento  nel  tempo  della  concentrazione  dell’ammoniaca
nell’emolinfa di C. aestuarii esposti direttamente vs gradualmente alle diverse salinità.
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Figura  8:  confronto  dell’andamento  nel  tempo  della  concentrazione  dell’ammoniaca
nell’emolinfa di C. aestuarii esposti direttamente vs gradualmente alle diverse salinità.
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Figura  8:  concentrazione  di  ammoniaca  nell’emolinfa  di  C.  aestuarii adattato  per  due
settimane alle diverse salinità.
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Figura 9: confronto dell’andamento nel tempo della concentrazione dei cloruri nell’emolinfa
di C. aestuarii esposti direttamente vs gradualmente alle diverse salinità.
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Figura 9: confronto dell’andamento nel tempo della concentrazione dei cloruri nell’emolinfa
di C. aestuarii esposti direttamente vs gradualmente alle diverse salinità.
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Figura 9: concentrazione dei cloruri nell’emolinfa di  C. aestuarii adattato per due settimane
alle diverse salinità.
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sia rispetto al tempo 0h che al gruppo utilizzato nello step a 6 PSU (P<0,05). Dopo 
14d di mantenimento a questa salinità, i cloruri nell’emolinfa (7,56 ± 0,25 es mmoL 
L-1) dei granchi diminuiscono in maniera non significativa (P>0,05) rispetto a quelli 
misurati nell’emolinfa dei granchi utilizzati ai tempi 0h (n=50) negli step (8,91 ± 
0,13 es mmoL L-1) (Appendice 2G; figura 9E). 
Dopo il passaggio graduale da 36 a 16 PSU la concentrazione dei cloruri 
nell’emolinfa a 0h è di 7,46 ± 0,10 es mmoL L-1 (P=0,0001 vs tempo 0h nel gruppo 
che ha subito step a 16 PSU); a 3h si ha una diminuzione significativa rispetto allo 
stesso tempo nello step a 16 PSU (P=0,003). In seguito al periodo di adattamento i 
cloruri sono significativamente inferiori rispetto a quelli nei granchi utilizzati come 
confronto (n=50, P=0,043) (Appendice 2G; figure 9B e 9E). 
La concentrazione iniziale dei cloruri nell’emolinfa degli animali (n=10) trasferiti poi  
gradualmente da 36 a 26 PSU è di 7,92 ± 0,12 es mmoL L-1 (fig. 9C) 
significativamente minore a quella rilevata  nei granchi utilizzati per lo step alla 
medesima salinità (P=0,001). Ai tempi successivi i cloruri si mantengono circa 
costanti e non significativamente diversi né dal tempo 0h né dal gruppo utilizzato per 
lo step (P>0,05). Dopo 14d di esposizione la media è risultata significativamente più 
bassa dal gruppo utilizzato come controllo e ai tempi 0h negli esperimenti di 
esposizione diretta alle diverse salinità (n=50, P=0,0001) (Appendice 2G; figura 9E). 
Come già descritto per il gruppo precedente, la concentrazione iniziale dei cloruri 
nell’emolinfa dei granchi di 10,52 ± 0,35 es mmoL L-1 (n=10) trasferiti alla salinità 
46 PSU è significativamente inferiore dal tempo 0h del gruppo utilizzato 
nell’esposizione diretta da 36 a 46 PSU (P=0,001). Ai tempi successivi le variazioni 
di questi elettroliti non sono mai significative (P>0,05). A 14d i cloruri sono 
significativamente più alti del controllo (P=0,001) (Appendice 2G; figure 9D e 9E). 
3.1.3.8 Calcio 
Nei granchi trasferiti gradualmente da 36 a 6 PSU (fig. 10A) la concentrazione del 
calcio nell’emolinfa (n=10) è sempre stata significativamente diversa dal gruppo che 
è stato utilizzato nel trasferimento diretto alla stessa salinità (P<0,05). Dal confronto 
con il valore a  0h (8,23 ± 0,21 es mmoL L-1), è risultato significativamente inferiore 
quello a 3h (5,25 ± 0,26 es mmoL L-1, P=0,0001). Al tempo 14d la concentrazione 
del calcio (6,88 ± 0,28 es mmoL L-1) risulta essere significativamente più bassa 
rispetto a quella nell’emolinfa dei granchi stabulati per due settimane e utilizzati 
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come tempo 0h negli esperimenti di step (n=50, 13,41 ± 0,27 es mmoL L-1, 
P=0,0001) (Appendice 2H; figura 10E). 
Anche nel caso dell’esposizione graduale a 16 PSU il calcio iniziale (9,57 ± 0,42 es 
mmoL L-1) nell’emolinfa di C. aestuarii (n=10) è inferiore da quello trovato al tempo 
0h nei granchi utilizzati nello step alla stessa salinità (P=0,004). A tutti i tempi 
successivi, fino a 14d, il calcio è significativamente diverso dai dati utilizzati come 
confronto (P<0,05) (Appendice 2H; figure 10B e 10E). 
Al tempo 0h (fig. 10C) il calcio negli animali esposti gradualmente da 36 a 26 PSU 
(11,05 ± 0,39 es mmoL L-1, n=10) è significativamente più basso di quello osservato 
allo stesso tempo nei granchi utilizzati nello step alla medesima salinità (P=0,0001). 
Ai tempi successivi non si sono verificate variazioni significative rispetto al tempo 
0h (P>0,05), ma dopo 3h il calcio è significativamente più basso rispetto allo stesso 
tempo del gruppo esposto direttamente a 26 PSU (P=0,013). Dopo le due settimane 
di adattamento la media ottenuta (9,38 ± 0,35 es mmoL L-1) è significativamente 
inferiore rispetto al gruppo utilizzato come confronto (n=50, P=0,0001) (Appendice 
2H; figura 10E). 
A differenza degli altri casi, l’esposizione graduale a 46 PSU (n=10) non determina 
modificazioni significative della concentrazione del calcio (P>0,05), la cui media 
iniziale è stata di 13,42 ± 0,30 es mmoL L-1. I valori misurati ai tempi 3 e 24h 
(P>0,05 vs 0h), sono significativamente più bassi rispetto a quelli ottenuti nel gruppo 
utilizzato nello step (P<0,05). A 14d la media di 15,09 ± 0,73 es mmoL L-1 è 
significativamente più alta rispetto a quella ottenuta nei granchi utilizzati ai tempi 0h 
negli esperimenti di step (n=50, P=0,0001) (Appendice, tavola 2H; figure 10D e 
10E). 
 
Dopo il periodo di esposizione graduale alle diverse salinità (tempo 0h) si sono 
osservate ulteriori variazioni di alcuni parametri fisiologici. In particolare sono 
evidenti l’aumento dell’acido lattico a 6 PSU, la diminuzione della densità e delle 
proteine totali, dei cloruri e del calcio a 6 e 16 PSU. Nelle 48h durante le quali si 
sono effettuati i prelievi, si sono osservati aumenti della glicemia a 6 e 16 PSU, 
della densità a 6 PSU e del pH a 46 PSU; in generale sono stati questi gli unici 
andamenti che sono stati diversi rispetto ai relativi esperimenti di step. 
Dopo due settimane di adattamento alle diverse salinità, i risultati più significativi 
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Figura 10: confronto dell’andamento nel tempo della concentrazione del calcio nell’emolinfa
di C. aestuarii esposti direttamente vs gradualmente alle diverse salinità.
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Figura 10: confronto dell’andamento nel tempo della concentrazione del calcio nell’emolinfa
di C. aestuarii esposti direttamente vs gradualmente alle diverse salinità.
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Figura 10: concentrazione del calcio nell’emolinfa di C. aestuarii adattato per due settimane
alle diverse salinità.
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sono stati quelli riguardanti l’acido lattico a 6 PSU, la densità, le proteine e gli 
elettroliti a 6 e 16 PSU. La salinità 26 PSU è risultata quella a cui i granchi si 
adattano meglio sul lungo periodo. 
 
3.1.4 Esposizione diretta: temperatura 
3.1.4.1 Glicemia 
Nel gruppo di controllo mantenuto a 18° C la glicemia misurata al tempo 0h è 
risultata 3,90 ± 0,55 es mg dL-1 (n=10); hai tempi successivi è aumentata 
progressivamente fino al picco ottenuto a 8h (4,40 ± 0,50 es mg dL-1 P>0,05), per poi 
diminuire dalle 24h (3,60 ± 0,34 es mg dL-1 P>0,05 a 48h). Le medie ottenute per 
questo gruppo non sono mai state significativamente diverse dal tempo 0h (P>0,05). 
L’esposizione a 6° C (n=10) ha determinato un rapido e significativo aumento della 
glicemia (figura 11 A), che è passata da 4,30 ± 0,33 es mg dL-1 a 9,50 ± 0,96 es mg 
dL-1 (P=0,001). Ai tempi successivi di 8 e 48h il glucosio rimane significativamente 
alto (rispettivamente P=0,003, P=0,040), ma non al tempo 24h (P>0,05). A tutti i 
tempi considerati la glicemia è stata significativamente diversa da quella 
corrispondente del gruppo di controllo (P<0,05). 
Per i granchi trasferiti direttamente a 12° C il glucosio al tempo 0h è stato 2,70 ± 
0,50 es mg dL-1 (n=10). Nell’arco delle 48h la concentrazione di glucosio si è 
mantenuta prossima a quella iniziale (P>0,05). Dal confronto con il gruppo di 
controllo, solo il dato relativo al tempo 8h (2,80 ± 0,36 es mg dL-1) è 
significativamente diverso (P=0,011). 
L’esposizione di C. aestuarii a 24° C (n=10) ha indotto un’iniziale aumento della 
glicemia da 2,70 ± 0,26 es mg dL-1 a 4,90 ± 0,55 es mg dL-1 (P=0,010); nelle ore 
successive il glucosio torna a diminuire e le medie ottenute non sono 
significativamente diverse da quelle al tempo 0h (P>0,05). Solo il valore al tempo 0h 
è significativamente diverso dal controllo (P=0,043). 
Per il gruppo di granchi posti a 30° C (n=10) la concentrazione di glucosio a 0h è 
stata 2,90 ± 0,31 es mg dL-1, aumentata fino al tempo 3h (P>0,05). A 8 e 24h si è 
osservata una diminuzione della glicemia seguita poi da un aumento non 
significativo (P>0,05) al tempo 48h (9,33 ± 6,33 es mg dL-1). Rispetto al controllo i 
dati di questo gruppo non sono mai stati significativamente diversi (P>0,05) 
(Appendice, tavola 3A, figura 11A). 
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3.1.4.2 Acido lattico 
Il grafico in figura 11B mostra l’andamento dell’acido lattico nei vari gruppi 
sperimentali. 
Nel gruppo di controllo (n=10) la concentrazione di acido lattico nell’emolinfa al 
tempo 0h è stata 4,71 ± 0,57 es mg dL-1. La concentrazione di questo metabolita ai 
tempi successivi non ha subito variazioni significative rispetto al tempo 0h (P>0,05). 
A 6° C l’acido lattico nell’emolinfa dei granchi (n=10) è aumentato da 3,88 ± 0,47 es 
mg dL-1 a 11,30 ± 3,54 es mg dL-1 nell’arco di 3h (P=0,054) ed è successivamente 
diminuito fino alle 48h (2,75 ± 0,40 es mg dL-1), quando la media non è risultata 
significativamente diversa dal tempo 0h (P>0,05) ma significativamente diversa 
dallo stesso tempo nel gruppo di controllo (P=0,005). 
Dopo il passaggio di C. aestuarii a 12° C (n=10) l’ acido lattico, inizialmente di 4,71 
± 0,29 es mg dL-1, diminuisce significativamente fino a 8h (2,49 ± 0,65 es mg dL-1, 
P=0,005 vs tempo 0h, P=0,019 vs controllo). Dopo un lieve ma non significativo 
(P>0,05) recupero dopo 24h si è rilevata a 48h un’ulteriore diminuzione (P=0,002 vs 
tempo 0h, P=0,001 vs controllo). 
La concentrazione iniziale di acido lattico nei granchi esposti a 24° C è 3,83 ± 0,89 
es mg dL-1 (n=10). Durante il corso dell’esperimento la concentrazione di questo 
metabolita non ha subito variazione significative né rispetto al tempo 0h né rispetto 
al gruppo di controllo. 
Nei granchi posti a 30° C l’acido lattico iniziale è stato 3,25 ± 0,26 es mg dL-1 salito 
a 4,01 ± 0,44 es mg dL-1 (P=0,038) dopo 3h. Successivamente a 8, 24 e 48h la 
concentrazione di acido lattico non è stata significativamente diversa dal tempo 0h 
(P>0,05). Rispetto al gruppo di controllo sono risultate significative le medie 
ottenute ai tempi 8 e 24h (rispettivamente P=0,049 e P=0,005) (Appendice, tavola 
3B, figura 11B). 
3.1.4.3 Densità 
Nel gruppo utilizzato come controllo (n=10) la densità iniziale è stata 1051,20 ± 2,12 
es g L-1; ai tempi successivi si è osservata una progressiva diminuzione fino a 48h, 
tempo al quale la media (1035,80 ± 2,21 es g L-1) è significativamente diversa dal 
tempo 0h (P=0,018). 
Anche durante l’esposizione a 6° C (n=10) si è osservato un progressivo calo della 
densità dell’emolinfa (fig. 11 C). Si passa infatti da 1063,80 ± 2,81 es g L-1 (0h) a di 
1059,20 ± 2,89 es g L-1 (8h; P=0,012), a 1054,10 ± 3,25 es g L-1 (24h; P=0,0001) 
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Figura 11: andamento nel tempo dei parametri fisiologici in C. aestuarii esposto direttamente
alle diverse temperature. In A e B le barre dell’errore al tempo 48h dell’andamento relativo
all’esposizione a 30° C è dovuto alla  variabilità  delle  risposte fisiologiche  misurate  negli
individui sopravvissuti (n=3). 
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fino al minimo a 48h di 1053,00 ± 3,01 es g L-1 (P=0,0001). Questi valori sono 
risultati sempre significativamente diversi dai corrispondenti  del gruppo di controllo 
(P<0,05). 
Come già visto per la temperatura precedente, la temperatura 12° C (n=10) ha indotto 
una diminuzione della densità dell’emolinfa nel corso dell’esperimento; la media 
iniziale è 1053,20 ± 5,23 es g L-1 ed è calata significativamente a tutti i tempi 
(P<0,05) fino alle 48h (1043,60 ± 5,40 es g L-1). Questo calo però non è risultato 
significativamente diverso da quello di controllo per nessun tempo (P>0,05). 
La media iniziale della densità nei granchi utilizzati per l’esposizione a 24° C (n=10) 
è stata di 1044,20 ± 3,22 es g L-1. Nell’arco delle 24h successive si è avuta una 
diminuzione significativa di questo parametro (1041,60 ± 2,38 es g L-1, P=0,045), ma 
a 48h torna ad un valore prossimo a quello osservato al tempo 0h (1044,75 ± 3,14 es 
g L-1, P>0,05 vs tempo 0h). Per questo gruppo non si evidenziano differenze 
statisticamente significative (P>0,05 sempre) rispetto al controllo. 
A differenza di ciò che accade alle altre temperature, l’esposizione dei granchi a 30° 
C (n=10) causa un aumento della densità dell’emolinfa a partire da 8h; le medie 
infatti ai diversi tempi sono state 1048,50 ± 5,29 es g L-1 al tempo 0h, 1049,40 ± 5,03 
es g L-1 a 8h e 1057,33 ± 6,12 es g L-1 a 48h; questi valori però non sono mai stati 
significativamente diversi né dal tempo 0h né dal gruppo di controllo (P>0,05) 
(Appendice, tavola 3C, figura 11C). 
3.1.4.4 Proteine 
Nel gruppo mantenuto a 18° C (n=10) e utilizzato come controllo, le proteine totali al 
tempo 0h sono state 2,74 ± 0,55 es mg L-1 (fig. 11D); dopo 24 e 48h la loro 
concentrazione è diminuita significativamente (rispettivamente 1,69 ± 0,26 es g dL-1  
P=0,035, 1,65 ± 0,27 es g dL-1, P=0,011). 
La media iniziale nei granchi posti  a 6° C (n=10) è stata 5,35 ± 0,33 es g dL-1, 
significativamente diversa da quella del gruppo di controllo (P=0,001). Durante il 
corso dell’esperimento, le proteine totali sono diminuite e le medie ottenute a tutti i 
tempi (Appendice, tavola 3D; fig. 11D) sono risultate significativamente diverse sia 
dal tempo 0h che dal gruppo di controllo (P<0,05). 
Le proteine emolinfatiche in C. aestuarii utilizzato per l’esposizione diretta a 12° C 
(n=10) è stata a 0h pari a 3,83 ± 0,48 es g dL-1. Dopo 8h queste sono diminuite 
significativamente rispetto al tempo 0h (P=0,023) successivamente le medie ottenute 
ai tempi 24 e 48h (rispettivamente 3,52 ± 0,44 es g dL-1 e 3,97 ± 0,53 es g dL-1) non 
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sono risultate significativamente diverse dal tempo 0h (P>0,05), mentre lo sono state 
dal controllo (P<0,05). 
Il mantenimento degli animali (n=10) a 24° C ha determinato una diminuzione 
significativa (P<0,05) delle proteine totali da 2,61 ± 0,38 es g dL-1 a 2,30 ± 0,33 es g 
dL-1 in 3h. Ai tempi successivi le proteine circolanti nell’emolinfa rimangono più 
basse rispetto al tempo 0h, sebbene le medie non siano significative (P>0,05). Questo 
gruppo non è risultato essere significativamente diverso dal controllo (P>0,05). 
I 30° C inducono una diminuzione delle proteine totali nell’emolinfa dei granchi 
(n=10) fino a 8h. Il grafico in figura 11D mostra la concentrazione pari a 3,03 ± 0,60 
es g dL-1 al tempo 0h, che cala a 2,49 ± 0,56 es mg L-1 dopo 8h (P=0,001). Ai tempi 
successivi si è osservato un recupero della concentrazione delle proteine totali, ma la 
media ottenuta a 24h è significativa rispetto al tempo 0h (3,51 ± 0,25 es g dL-1, 
P=0,008). A nessun tempo le medie di questo gruppo sono state significativamente 
diverse dagli stessi tempi del gruppo di controllo (P>0,05). 
3.1.4.5 pH 
Nel gruppo di controllo (n=10) la media al tempo 0h è stata 7,71 ± 0,68 es e ai tempi 
successivi non ci sono state variazioni significative di questo parametro (P>0,05; fig. 
11E). 
Anche l’esposizione a 6° C (n=10), in cui la media al tempo 0h è stata 7,63 ± 0,07 es 
il pH non è variato in maniera significativa (P>0,05) durante il corso 
dell’esperimento. Solo dopo 24h il pH risultata essere significativamente diverso da 
quello allo stesso tempo nel controllo (7,64 ± 0,02 es, P=0,042). 
Sia l’esposizione dei granchi a 12° C (n=10) che a 24° C (n=10) causa un aumento 
significativo (P<0,05) del pH già dopo 3h di esposizione (Appendice, tavola 3E; 
figura 11E). Ai tempi successivi fino al termine dell’esperimento il pH si è 
mantenuto significativamente più alto sia rispetto al tempo 0h che agli stessi tempi 
osservati nel gruppo di controllo (P<0,05). 
A 30° C (n=10) il pH aumenta progressivamente per tutto il corso dell’esperimento, 
passando dal valore medio di 7,76 ± 0,03 es a 0h a quello di 7,87 ± 0,02 es (P=0,004 
vs tempo 0h, P=0,004 vs controllo). Il pH rimane significativamente alto sia rispetto 
al tempo 0h che al gruppo di controllo nei prelievi successivi (P<0,05) (Appendice, 
tavola 3E; figura 11E). 
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Figura 11: andamento nel tempo dei parametri fisiologici in C. aestuarii esposto direttamente
alle diverse temperature.
  54 
3.1.4.6 Ammoniaca 
La quantità di ammoniaca circolante in C. aestuarii (n=50) prima del suo utilizzo per 
l’esposizione alle diverse temperature è 0,22 ± 0,03 es mmoL L-1. 
Nel gruppo di controllo mantenuto a 18° C (n=5), la quantità di ammoniaca iniziale è 
stata di 0,28 ± 0,09 es mmoL L-1, valore che diminuisce in maniera non significativa 
(P>0,05) nel tempo (fig. 11F). 
In C. aestuarii  posti a 6° C (n=5), dopo una iniziale significativa diminuzione da 
0,17 ± 0,04 es mmoL L-1 a 0,08 ± 0,02 es mmoL L-1 (P=0,021), si assiste a un 
recupero non significativo dell’ammoniemia (P>0,05). Questo gruppo non è mai 
stato significativamente diverso da quello di controllo (P>0,05). 
L’esposizione a 12° C (n=5) e a 24° C (n=5) non hanno indotto variazioni 
significative (P>0,05) nella concentrazione di ammoniaca presente nell’emolinfa dei 
granchi, e i gruppi non sono mai stati significativamente diversi da quello di 
controllo (P>0,05). 
A 30° C (n=5) a differenza dei casi appena descritti si è osservato un  lieve aumento 
nella concentrazione di ammoniaca circolante nell’emolinfa, passata da 0,17 ± 0,01 
es mmoL L-1 a 0h a 0,23 ± 0,04 es mmoL L-1 al tempo 3h (P>0,05). Nonostante 
questa diversa tendenza però, il gruppo non è mai stato significativamente diverso da 
quello di controllo (P>0,05) (Appendice, tavola 3F, figura 11F). 
 
Riepilogando i dati riportati in questo paragrafo, le temperature che maggiormente 
alterano la fisiologia di C. aestuarii durante lo stress acuto, sono le più estreme cioè 
6 e 30° C. La temperatura di 12° C, è risultata quella fisiologicamente meglio 
tollerata, sebbene vi siano state variazioni significative della concentrazione di 
proteine totali e del pH dell’emolinfa.  
L’esposizione diretta da 18 a 24° C causa alterazioni di quasi tutti i parametri 
fisiologici qui considerati, ma l’intensità delle risposte è stata inferiore rispetto a 
quella osservata nel gruppo esposto a 30° C. 
 
3.1.5 Esposizione graduale e adattamento: temperatura 
Vengono di seguito descritti gli andamenti dei parametri fisiologici misurati 
nell’emolinfa dei gruppi di granchi che sono stati esposti gradualmente e adattati alle 
diverse temperature. 
  55 
3.1.5.1 Glicemia 
Al tempo 0h in seguito al trasferimento graduale di C. aestuarii alla temperatura di 
6° C partendo da quella di stabulazione di 18 °C, (fig. 12E) la glicemia è stata di 5,40 
± 0,85 es mg dL-1 (n=10), non significativamente diversa rispetto a quella osservata 
allo stesso tempo nel gruppo che ha subito esposizione diretta alla medesima 
temperatura (P>0,05). Nell’arco delle ore successive la concentrazione di glucosio 
rimane costante e non significativamente diversa dal tempo 0h (P>0,05). Ai tempi 3 e 
8h, le medie però sono risultate significativamente diverse da quelle ottenute agli 
stessi tempi nel gruppo che ha subito lo step a 6° C. Dopo due settimane di 
mantenimento a questa temperatura, la glicemia di 3,40 ± 0,81 es mg dL-1 non è 
significativamente diversa dal controllo (P>0,05) costituito dai 50 granchi stabulati 
ed in seguito utilizzati negli esperimenti di step alle diverse temperature (Appendice 
tavola 4A; figure 12A e 12E). 
L’esposizione graduale a 12° C non ha mai indotto variazioni significative né rispetto 
al tempo 0h né rispetto allo step alla stessa temperatura (P>0,05) della 
concentrazione di glucosio nell’emolinfa dei granchi (n=10) (Appendice tavola 4A; 
figure 12 B e 12 E). 
Il valore iniziale di glucosio in granchi portati gradualmente a 24° C (n=10) è stato 
4,20 ± 0,59 es mg dL-1, significativamente diverso dal tempo 0h del gruppo trasferito 
direttamente alla stessa temperatura (P=0,024). Nell’arco delle ore successive la 
glicemia aumenta gradualmente e le medie ottenute ai tempi 24 e 48h, 
rispettivamente di 5,60 ± 0,56 es mg dL-1 e 7,00 ± 1,09 es mg dL-1, sono 
significativamente diverse dal tempo 0h (P<0,05). Dal confronto con il gruppo 
esposto direttamente la glicemia è risultata significativamente superiore al prelievo 
effettuato dopo 24h (P<0,05). A 14d la glicemia non è significativamente diversa 
(P>0,05) da quella osservata nei granchi che sono stati utilizzati come tempi 0h 
durante gli esperimenti di step (n=50, 3,34 ± 0,20 es mg dL-1) (Appendice tavola 4A; 
figure 12 C e 12 E). 
Anche nel caso dell’esposizione graduale a 30° C (fig. 12D) la glicemia iniziale 
nell’emolinfa dei granchi (4,90 ± 0,41 es mg dL-1 n=10) è significativamente diversa 
da quella al tempo 0h del gruppo utilizzato per lo step a 30° C (P=0,001). Nell’arco 
delle 48h il glucosio emolinfatico diminuisce gradualmente e significativamente 
rispetto al tempo 0h (rispettivamente 3,20 ± 0,55 es mg dL-1, P=0,038 a 8h ; 3,00 ± 
0,45 es mg dL-1, P=0,004 a 48h) (Appendice tavola 4A). 
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Figura  12:  confronto  dell’andamento  nel  tempo  della  glicemia  in  C.  aestuarii esposti
direttamente vs gradualmente alle diverse temperature.
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Figura  12:  confronto  dell’andamento  nel  tempo  della  glicemia  in  C.  aestuarii esposti
direttamente vs gradualmente alle diverse temperature.
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Figura 12: concentrazione di glucosio nell’emolinfa di C. aestuarii adattato per due settimane
alle diverse temperature.
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3.1.5.2 Acido lattico 
Il passaggio progressivo da 18 a 6° C non causa variazioni significative della 
concentrazione di acido lattico nell’emolinfa (P>0,05). Tuttavia dopo il periodo di 
adattamento di due settimane questo metabolita è significativamente più basso 
rispetto al controllo, composto dai granchi (n=50) utilizzati ai tempi 0h negli 
esperimenti di step (P<0,05) (Appendice, tavola 4B; figure 13A e 13E). 
Analogamente nel passaggio a 12° C (fig. 13B) non si evidenziano modificazioni 
significative nell’arco delle 48h (P>0,05). Le medie iniziali sono tuttavia 
significativamente diverse dal gruppo esposto direttamente a 12° C (rispettivamente 
2,25 ± 0,25 es mg dL-1, P=0,0001; 2,20 ± 0,23 es mg dL-1, P=0,043). Come per 
l’esposizione graduale a 6° C anche in questo caso al tempo 14d l’acido lattico 
rimane significativamente (P=0,0001) più basso rispetto al controllo (n=50, 4,08 ± 
0,19 es mg dL-1) (Appendice, tavola 4B; figura 13E). 
Anche l’esposizione graduale a 24° C, l’acido lattico, inizialmente di 2,71 ± 0,50 es 
mg dL-1 (n=10), non varia in maniera significativa nell’arco delle 48h successive 
(P>0,05). La media al tempo 3h è però risultata significativamente da quella ottenuta 
allo stesso tempo nel gruppo esposto direttamente alla stessa temperatura (P=0,018). 
A differenza di ciò che è stato descritto per i gruppi precedenti, dopo il periodo di 
adattamento a 24° C la concentrazione di acido lattico non risulta essere 
significativamente diversa da quella osservata nei granchi stabulati (n=50) e utilizzati 
negli esperimenti di esposizione diretta (P>0,05) (Appendice, tavola 4B; figure 13C e 
13E). 
L’esposizione graduale a 30° C induce invece un aumento della concentrazione di 
acido lattico (fig. 13D). Il valore al tempo 0h (18,55 ± 1,88 es mg dL-1) aumenta fino 
al tempo 24h, quando la concentrazione di 25,94 ± 0,68 es mg dL-1 è 
significativamente diversa rispetto al tempo 0h (P=0,002). I valori ottenuti in questo 
gruppo è a tutti i tempi significativamente diverso dal gruppo esposto direttamente a 
30° C (P<0,05) (Appendice, tavola 4B). 
3.1.5.3 Densità 
Alla temperatura di 6° C, raggiunta progressivamente, anche se la densità 
dell’emolinfa dei granchi (n=10) diminuisce nell’arco delle due settimane 
sperimentali i valori misurati a tutti i tempi non sono mai risultate significativamente 
diverse dai dati utilizzati come confronto (P>0,05) (Appendice, tavola 4C; figure 
14A e 14E). 
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Figura  13:  confronto  dell’andamento  nel  tempo  della  latticemia  in  C.  aestuarii esposti
direttamente vs gradualmente alle diverse temperature.
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Figura  13:  concentrazione  di  acido  lattico  nell’emolinfa  di  C.  aestuarii adattato  per  due
settimane alle diverse temperature.
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Sebbene la densità dell’emolinfa dei granchi (n=10) esposti gradualmente a 12° C 
(fig. 14B) non sia mai significativamente diversa dal gruppo esposto direttamente 
alla stessa temperatura (P>0,05), nell’arco delle due settimane, passando da 1063,90 
± 3,33 es g L-1 al tempo 0h a 1044,20 ± 2,30 es g L-1 diminuisce significativamente a 
tutti i tempi rispetto al tempo 0h e (P<0,05) e, nel caso del tempo 14d, rispetto al 
controllo, costituito dai granchi stabulati per il loro successivo utilizzo negli step 
(n=50, 1051,20 ± 2,12 es g L-1, P<0,05) (Appendice, tavola 4C; figura 14E). 
Anche nel passaggio graduale a 24° C la densità subisce una progressiva 
diminuzione che risulta significativamente diversa a 48h (1044,33 ± 3,81 es g L-1, 
P=0,026 vs tempo 0h). Non si evidenziano invece variazioni statisticamente 
significative dei dati il rispetto al gruppo esposto direttamente a 24° C. Dopo due 
settimane di adattamento a questa temperatura però la densità di 1042,50 ± 3,10 es g 
L-1 è significativamente più bassa (P=0,042) rispetto al controllo (tempi 0h 
esperimenti di step,) (Appendice tavola 4C; figure 14C e 14E) 
Al tempo 0h la densità dell’emolinfa dei granchi (n=10) trasferiti gradualmente da 18 
a 30° C è stata 1027,80 ± 2,13 es g L-1 e nell’arco delle 48h questa diminuisce 
gradualmente e le medie ottenute a 24 e 48h sono significativamente diverse dal 
tempo 0h (rispettivamente P=0,032 e P=0,029; Appendice, tavola 4C; figura 14D). 
Rispetto ai dati ottenuti negli animali esposti direttamente a 30°C fin dal tempo  0h 
(P=0,004) la densità si mantiene su valori significativamente diversi (P<0,05). 
3.1.5.4 Proteine 
I grafici in figura 15 mostrano gli andamenti delle proteine emolinfatiche durante le 
esposizioni graduali alle diverse temperature. 
La concentrazione iniziale nei granchi portati progressivamente a 6° C (n=10) è stata 
3,85 ± 0,56 es g dL-1, significativamente più bassa di quella del gruppo esposto 
direttamente alla stessa temperatura (P=0,035). Nell’arco delle ore successive le 
proteine totali diminuiscono fino a 48h, quando la media (3,07 ± 0,37 es g dL-1) è 
significativamente diversa dal tempo 0h (P=0,032). Dopo due settimane di 
adattamento però la concentrazione delle proteine totali di  2,88 ± 0,43 es g dL-1 non 
è significativamente diversa dalla loro media nell’emolinfa dei granchi prima del loro 
utilizzo negli esperimenti di esposizione diretta alle diverse temperature (n=50, 3,51 
± 0,25 es g dL-1, P>0,05) (Appendice tavola 4D, figure 15A e 15E). 
Dopo il passaggio graduale da 18 a 12° C il valore delle proteine emolinfatiche di 
4,10 ± 0,35 es g dL-1 (n=10; P=0,009 vs passaggio diretto). Ai prelievi effettuati a  3, 
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Figura 14: confronto dell’andamento nel  tempo della densità dell’emolinfa in  C. aestuarii
esposti direttamente vs gradualmente alle diverse temperature.
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Figura 14: confronto dell’andamento nel  tempo della densità dell’emolinfa in  C. aestuarii
esposti direttamente vs gradualmente alle diverse temperature.
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24 e 48h i valori misurati sono significativamente diversi rispetto al tempo 0h 
(P<0,05). A tutti i tempi le proteine totali si sono mantenute significativamente più 
alte rispetto a quelle ai medesimi tempi nel gruppo esposto direttamente a 12° C 
(P<0,05). Dopo 14d le proteine totali (3,83 ± 0,89 es g dL-1) non sono 
significativamente diverse da quelle circolanti nell’emolinfa dei granchi (n=50) 
utilizzati ai tempi 0h negli esperimenti di esposizione diretta (P>0,05) (Appendice, 
tavola 4D; figure 15B e 15E). 
Passando da 18 a 24° C iniziatesi verifica una diminuzione significativa delle 
proteine totali nell’emolinfa, da 4,20 ± 0,50 es g dL-1 al tempo 0h, fino a 2,68 ± 0,42 
es g dL-1 a 8h (P<0,05). Rispetto al gruppo esposto direttamente a 24° C sono 
significative (P<0,05) le medie ottenute a 0, 3 e 48h. Nessuna differenza significativa 
è stata evidenziata tra il tempo 14d e il controllo formato dai granchi stabulati e 
utilizzati in seguito per gli step (P>0,05) (Appendice, tavola 4D; figure 15C e 15E). 
La concentrazione delle proteine nei granchi (n=10) portati nel tempo a 30° C è stata 
inizialmente di 4,05 ± 0,58 es g dL-1. Ai prelievi successivi il livello di proteine totali 
diminuisce gradualmente fino a 48h quando la media (3,68 ± 0,46 es g dL-1) è 
significativamente diversa dal tempo 0h (P=0,022). Il gruppo non è mai 
significativamente diverso da quello esposto direttamente alla stessa temperatura 
(P>0,05) (Appendice, tavola 4D; figura 15D). 
3.1.5.5 pH 
Negli animali che passano gradualmente da 18 a 6 °C le variazioni del pH 
emolinfatico sono risultate significative rispetto al tempo 0h (7,63 ± 0,03 es) e ai 
tempi 3 e 24h (P<0,05). A nessun tempo il pH è stato significativamente diverso dal 
gruppo esposto direttamente a 6° C (P>0,05). Dopo 14d di mantenimento a questa 
temperatura il pH dell’emolinfa non è significativamente diverso da quello nei 
granchi utilizzati ai tempi 0h negli esperimenti di step (n=50, 7,68 ± 0,02 es) 
(P>0,05) (Appendice, tavola 4E; figure 16A e 16E). 
Come si osserva nel grafico in figura 16B, il passaggio progressivo di C. aestuarii 
(n=10) a 12° C, non ha indotto, nell’arco delle 48h, variazioni significative nel valore 
del pH dell’emolinfa (P>0,05); ma è sempre stato significativamente diverso 
(P<0,05) rispetto ai valori agli stessi tempi nel gruppo esposto direttamente alla 
medesima temperatura. Anche in questo caso, dopo due settimane di adattamento, il 
pH di 7,69 ± 0,03 es non è significativamente (P>0,05) diverso dal controllo, 
costituito dai granchi stabulati per due settimane (Appendice tavola 4E; figura16E). 
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Figura  15:  confronto  dell’andamento  nel  tempo della  concentrazione  delle  proteine  totali
nell’emolinfa di C. aestuarii esposti direttamente vs gradualmente alle diverse temperature.
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Figura 15: concentrazione delle proteine totali nell’emolinfa di  C. aestuarii adattato per due
settimane alle diverse temperature.
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Figura 16: confronto dell’andamento nel tempo del pH dell’emolinfa in  C. aestuarii esposti
direttamente vs gradualmente alle diverse temperature.
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Il pH al tempo 0h dell’emolinfa dei granchi adattati gradualmente a 24° C (n=10) è 
stato 7,70 ± 0,03 es (P>0,05 vs esposizione diretta). Successivamente il pH aumenta 
fino alle 48h, quando la media ottenuta (7,89 ± 0,06 es,) è risultata significativamente 
diversa dal tempo 0h (P=0,007). A 3, 8 e 24h il pH si è mantenuto significativamente 
più basso rispetto agli stessi tempi nel gruppo esposto direttamente a 24° C (P<0,05). 
Dopo 14d il pH dell’emolinfa non è significativamente diverso da quello misurato 
negli animali (n=50) ai tempi 0h negli esperimenti di step (P>0,05) (Appendice, 
tavola 4E; figure 16C e 16E). 
Nei granchi trasferiti da 18 a 30° C (fig. 16D) il pH a 0h (7,39 ± 0,05 es) è 
significativamente più basso rispetto a quello osservato allo stesso tempo nel gruppo 
esposto direttamente alla medesima temperatura (P=0,0001). A tutti i tempi 
successivi il pH aumenta rispetto al tempo 0h (P<0,05), pur mantenendosi 
significativamente più basso (P<0,05) rispetto al pH dei granchi posti direttamente a 
30° C. (Appendice, tavola 4E). 
 
Sintetizzando i dati appena descritti, durante il trasferimento graduale alle diverse 
temperature e durante le 48h in cui si sono effettuati i prelievi è risultato che la 
glicemia e l’acido lattico non subiscono variazioni significative a 6 e 12 ° C; solo 
dopo 14d di adattamento l’acido lattico subisce, a queste temperature, un notevole 
calo. Risposte esattamente contrarie a quelle appena descritte si sono ottenute a 24 e 
30° C. 
Per quanto riguarda la densità dell’emolinfa a 30° C, è indicativa la sua diminuzione 
rispetto al gruppo che ha subito step alla stessa temperatura, mentre proteine totali e 
pH, sebbene i loro andamenti siano paralleli a quelli osservati durante gli step, 
subiscono variazioni significative a tutte le temperature. L’adattamento di due 
settimane riporta questi parametri verso i valori fisiologici. 
 
3.1.6 Esposizione diretta: ambiente subaereo 
Alcuni gruppi di granchi mantenuti a 22° C o a 18° C sono stati poi utilizzati per 
esperimenti di valutazione degli effetti di esposizione all’aria a diverse temperature. 
L’andamento dei vari parametri considerati, nei gruppi di granchi utilizzati come 
controllo, è già stata descritta precedentemente ai paragrafi 3.1.2.1 e 3.1.4.1. 
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3.1.6.1 Glicemia 
I grafici nelle figure 17A e 17B mostrano l’andamento nel tempo della glicemia nei 
diversi gruppi sperimentali. 
L’esposizione in ambiente subaereo a 24° C (n=10), partendo dalla condizione di 
stabulazione di 22° C (fig. 17A) , ha indotto un incremento nella glicemia; il valore 
iniziale di 2,50 ± 0,22 es mg dL-1 è in seguito aumentato progressivamente (P<0,05) 
fino al tempo 48h (10,44 ± 0,41 es mg dL-1). Ai prelievi eseguiti a 24 e 48h, si è 
riscontrata un aumento significativo dei valori rispetto al controllo (P=0,0001). 
Il passaggio da acqua a 22° C all’aria a 30° C (n=10), ha causato aumenti 
significativi della glicemia, passata da 3,90 ± 0,38 es mg dL-1 (0h) a 6,40 ± 0,93 es 
mg dL-1, a 8h (P=0,041). Non si evidenziano dati significativamente diversi dal 
gruppo mantenuto in acqua a 22° C (P>0,05). 
Per quanto riguarda i gruppi mantenuti in acqua a 18° C, il trasferimento in ambiente 
subaereo a 18° C (n=10) e a 4° C (n=10) ha determinato aumenti glicemici 
significativi a tutti i tempi sia rispetto al tempo 0h che al gruppo di controllo 
(P<0,05) (Appendice, tavola 5A; figura 17B). 
Nel gruppo trasferito all’aria a 24° C partendo da acqua a 18° C (n=10) la glicemia, 
iniziale è stata 3,30 ± 0,40 es mg dL-1, ed è poi aumentata progressivamente fino al 
tempo 24h (8,40 ± 1,43 es mg dL-1, P=0,013 vs tempo 0h e P=0,035 vs controllo). A 
48h invece il glucosio emolinfatico cala fino ad un valore  che non è risultato 
significativo né rispetto al tempo 0h né rispetto al gruppo di controllo (P>0,05) 
(Appendice, tavola 5A; figura 17B). 
3.1.6.2 Acido lattico 
La concentrazione iniziale di acido lattico nei granchi stabulati a 22° C (n=10) e posti 
all’aria a 24° C è 4,81 ± 0,50 es mg dL-1 nelle 3h successive aumentata 
significativamente fino a 8,01 ± 1,03 es mg dL-1 (P=0,012). Ai tempi successivi 
l’acido lattico oscilla, e le medie ottenute non sono mai state significativamente 
diverse dal tempo 0h (P>0,05). I dati ottenuti sono sempre significativamente diversi 
rispetto al controllo (P<0,05). 
Gli animali mantenuti all’aria a 30° C (n=10) presentano una concentrazione iniziale 
di acido lattico di 2,68 ± 0,43 es mg dL-1 il valore misurato a 3h (22,76 ± 6,67 es mg 
dL-1) è significativamente più elevato sia rispetto al tempo 0h che al gruppo di 
controllo, (P=0,012 e P=0,016 rispettivamente). Dopo 8h, sebbene la media si 
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Figura 17: andamento nel tempo dei parametri fisiologici in C. aestuarii esposto in ambiente
subaereo a diverse temperature; in A e C sono riportate le medie ±es nei gruppi partiti da
acqua a 24° C, in B e D quelle nei gruppi partiti da 18° C.
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mantenga alta, non è significativamente diversa né dalle 0h né dal gruppo di 
controllo (P>0,05). 
C. aestuarii (n=10) posto all’ aria a 18° C, partendo dalla stessa temperatura, non 
mostra variazioni significative di acido lattico né rispetto al tempo 0h né rispetto al 
gruppo di controllo (P>0,05) (Appendice, tavola 5B; figura 17D). 
Anche il passaggio a 24° C non causa variazioni significative di acido lattico né 
rispetto al tempo 0h né rispetto al gruppo di controllo (P>0,05) anche se sono 
presenti lievi aumenti del metabolita (Appendice, tavola 5B; figura 17D). 
Il mantenimento a 4° C (n=10) ha invece  determinato una crescita significativa della 
concentrazione di acido lattico che è passata da 2,61 ± 0,40 es mg dL-1 a 8,03 ± 1,21 
es mg dL-1 (P=0,002). Ai tempi successivi l’acido lattico aumenta ancora ma non in 
maniera significativa (P>0,05) rispetto al tempo 0h. Il gruppo non è 
significativamente diverso da quello di controllo (P>0,05). 
3.1.6.3 Densità 
Il grafico in figura 17E mostra come la densità dell’emolinfa (1039,50 ± 1,71 es g L-1 
0h) dei granchi che sono stati trasferiti dalla stabulazione a 22° C ad ambiente 
subaereo 24° C non abbia subito, in tutto il periodo sperimentale, variazioni 
significative né dal valore iniziale né dal gruppo di controllo (P>0,05). 
Il passaggio all’aria a 30° C ha causato invece un graduale aumento della densità 
dell’emolinfa da una media iniziale di 1047,70 ± 3,79 es g L-1 a 1049,80 ± 3,07 es g 
L-1 dopo 8h di esposizione (P>0,05 vs 0h, P=0,024 vs controllo). 
Dopo il passaggio dei granchi (n=10) all’aria a 18° C la densità dell’emolinfa cala 
nelle 48h; la media iniziale è infatti stata 1047,00 ± 3,82 es g L-1, scesa poi a1044,80 
± 3,63 es g L-1 a 24 (P=0,040) e a 1044,60 ± 3,59 es g L-1 a 48h (P=0,011); questo 
gruppo non è mai stato significativamente diverso da quello di controllo (P>0,05). 
Il trasferimento di un gruppo di granchi a 4° C (n=10) non ha determinato variazioni 
significative della densità dell’emolinfa rispetto al tempo 0h; solo la media al tempo 
48h (1052,86 ± 3,69 es g L-1) è significativamente diversa da quella ottenuta allo 
stesso tempo nel gruppo di controllo (P=0,042). 
L’esposizione di granchi mantenuti a 18° C (n=10) e in posti poi in emersione a 24° 
C non ha determinato variazioni significative della densità dell’emolinfa (P>0,05). 
(Appendice, tavola 5C; figure 17E e 17F). 
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Figura 17: andamento nel tempo dei parametri fisiologici in C. aestuarii esposto in ambiente
subaereo a diverse temperature;  in E e G sono riportate le medie ±es nei gruppi partiti da
acqua a 24° C, in F e H quelle nei gruppi partiti da 18° C.
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3.1.6.4 Proteine 
Dopo il passaggio di C. aestuarii dalla condizione di stabulazione di 22° C ad 
ambiente subaereo a 24° C le proteine totali, inizialmente di 1,98 ± 0,22 es g dL-1, 
diminuiscono progressivamente durante tutto l’esperimento, e le medie osservate a 
24 e 48h, rispettivamente di 1,69 ± 0,18 es g dL-1 e 1,59 ± 0,18 es g dL-1, sono 
significativamente diverse rispetto al tempo 0h (P=0,023, P=0,001) ma non rispetto 
al controllo (P>0,05). 
Nel gruppo (n=10) esposto in aria a 30° C le proteine totali iniziali sono state 3,07 ± 
0,36 es g dL-1 valore che cala significativamente dopo 3h di esposizione (2,42 ± 0,36 
es g dL-1, P=0,006). A 8h la concentrazione di proteine totali non è diversa né dal 
tempo 0h, né dal gruppo di controllo (P>0,05). 
Anche nel caso del passaggio da 18° C in acqua alla stessa temperatura in aria, si è 
osservata una diminuzione della concentrazione delle proteine totali; dalla 
condizione iniziale di 3,81 ± 0,45 es g dL-1, sono infatti diminuite fino a 3,34 ± 0,40 
es g dL-1 a 24h (P=0,022 vs 0h, P=0,003 vs controllo), ed ulteriormente fino alle 48h 
(P=0,001 vs 0h, P=0,026 vs controllo). 
I granchi (n=10) posti a 4° C non hanno subito variazioni significative della 
concentrazione di proteine né rispetto al tempo 0h né dal gruppo di controllo. 
Il passaggio all’aria a 24° C ha determinato una diminuzione costante delle proteine 
totali presenti nell’emolinfa. La loro concentrazione pari a 4,10 ± 0,35 es g dL-1 al 
tempo 0h è  significativamente calata dopo 3, 8 e 24h di esposizione (rispettivamente 
P=0,0001, P=0,0001, P=0,003 vs 0h). Questo gruppo non è però significativamente 
diverso da quello di controllo (P>0,05) (Appendice, tavola 5D; figure 17G e 17H). 
3.1.6.5 pH 
Dopo il passaggio di due gruppi di granchi (n=10) dalle vasche di stabulazione a 22° 
C ad ambiente subaereo a 24° C o a 30° C il valore iniziale del pH dell’emolinfa, 
aumenta in maniera significativa a tutti i tempi sia rispetto al tempo 0h che rispetto al 
gruppo di controllo (P<0,05). 
L’esposizione di questa specie (n=10) all’aria a 18° C, partendo dalla condizione di 
18° C, ha causato un aumento progressivo nel valore del pH; la media iniziale di 7,63 
± 0,02 es è infatti passata a 7,77 ± 0,02 es al tempo 8h (P=0,0001). Il pH si è 
mantenuto significativamente alto rispetto alla condizione iniziale anche ai tempi 
successivi (P<0,05). Non si evidenziano però differenze significative (P>0,05) 
rispetto al controllo. 
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Figura 17: andamento nel tempo dei parametri fisiologici in C. aestuarii esposto in ambiente
subaereo a diverse temperature; in I sono riportate le medie ±es nei gruppi partiti da acqua a
24° C, in L quelle nei gruppi partiti da 18° C.
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Nell’emersione a 4° C la media iniziale del pH è stata 7,52 ± 0,01 es; durante il corso 
dell’esperimento solo il picco ottenuto a 8h (7,71 ± 0,02 es) è risultato 
significativamente diverso dalle 0h (P=0,0001). Le medie ai tempi 0 e 3h sono state 
significativamente diverse dagli stessi tempi nel gruppo di controllo (P<0,05). 
Anche il trasferimento del gruppo di granchi (n=10) da 18° C a condizioni subaeree a 
24° C ha causato un costante innalzamento del pH significativo a tutti i tempi di 
prelievo (P<0,05); le medie ai tempi 24 e 48h sono significativamente diverse da 
quelle ottenute agli stessi tempi nel gruppo di controllo (P<0,05) (Appendice, tavola 
5E; figure 17I e 17L). 
3.1.6.6 Cloruri 
Considerando la concentrazione di cloruri nei due gruppi di granchi (n=20) stabulati 
a 22° C e poi esposti all’aria  a 24 e 30° C, il valore iniziale rispettivamente di 8,05 ± 
0,29 es mmoL L-1 e 9,79 ± 0,17 es mmoL L-1, è aumentato significativamente 
rispetto al tempo 0h (P<0,05). I due gruppi non sono significativamente diversi dal 
gruppo di controllo (P>0,05). 
La concentrazione iniziale dei cloruri nel gruppo di granchi utilizzato per 
l’esposizione all’aria a 18° C (n=10) è stata 8,85 ± 0,18 es mmoL L-1 con un picco 
dopo 3h di 9,50 ± 0,28 es mmoL L-1 (P=0,014 vs 0h, P>0,05 vs controllo) il valore 
poi torna sul livello iniziale (P>0,05) e non risulta significativamente diverso 
neppure dal gruppo di controllo (P>0,05). 
Dopo il passaggio dalle vasche di stabulazione a 18° C ad ambiente subaereo a 4° C, 
si assiste ad un  calo nella concentrazione dei cloruri dei granchi (n=10) da 10,00 ± 
0,37 es mmoL L-1 a 9,14 ± 0,20 es mmoL L-1 (P=0,045) nell’arco delle 3h. Il gruppo 
non è significativamente diversa da quello di controllo (P>0,05). 
L’esposizione all’aria a 24° C, partendo dalla stabulazione a 18° C, ha indotto un 
aumento significativo nella concentrazione dei cloruri nell’emolinfa dei granchi 
(n=10) nell’arco delle 24h, tempo al quale la media è stata 11,47 ± 0,35 es mmoL L-1 
(P=0,0001 vs 0h, P=0,0001 vs controllo) (Appendice, tavola 5F; figure 17M e 17N). 
3.1.6.7 Calcio 
Come descritto per i cloruri, anche la concentrazione di calcio non è stata 
significativamente diversa dalla condizione iniziale (P>0,05) nei granchi utilizzati 
per gli esperimenti di emersione da 22° a 24° C (n=20). Il picco ottenuto nel gruppo 
esposto a 24° C a 3h è significativamente diverso da quello nel gruppo di controllo 
(14,43 ± 0,30 es mmoL L-1, P=0,009); nel gruppo esposto a 30° C sono 
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Figura 17: andamento nel tempo dei parametri fisiologici in C. aestuarii esposto in ambiente
subaereo a diverse temperature; in M e O sono riportate le medie ±es nei gruppi partiti da
acqua a 24° C, in N e P quelle nei gruppi partiti da 18° C. 
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significativamente diversi dai dati misurati nel controllo quelli rilevati a 0h e 3h 
(P<0,05) (Appendice, tavola 5G). 
In seguito al trasferimento di C. aestuarii (n=10) all’aria alla temperatura di 18° C la 
concentrazione del calcio è aumentata ma non significativamente rispetto al tempo 
0h (P>0,05). La media iniziale (14,18 ± 0,18 es mmoL L-1) e quella a 3h (14,45 ± 
0,29 es mmoL L-1) sono però significativamente diverse rispetto al gruppo di 
controllo (P=0,025 e P=0,0001 rispettivamente). 
La concentrazione iniziale del calcio nei granchi utilizzati per l’esposizione all’aria a 
4° C (n=10) è stata 16,23 ± 0,35 es mmoL L-1. Il progressivo aumento fino al tempo 
24h è stato significativo sia rispetto al tempo 0h che al gruppo di controllo (18,12 ± 
0,35 es mmoL L-1, P=0,010 vs 0h, P=0,0001 vs controllo). 
Anche il passaggio dall’acqua a 18° C all’aria a 24° C ha causato un progressivo 
aumento del calcio infatti partendo dalla concentrazione di 14,97 ± 0,21 es mmoL L-1 
al tempo 0h la media aumenta fino a 16,55 ± 0,55 es mmoL L-1 a 24h (P=0,007). Le 
medie ottenute in questo gruppo non sono state significativamente diverse da quelle 
ai medesimi tempi nel gruppo di controllo (P>0,05) (Appendice, tavola 5G; figure 
17O e 17P). 
 
In sintesi: partendo dalla temperatura dell’acqua di 22° C l’esposizione all’aria a 24 
e 30° C causa alterazioni significative di tutti i parametri fisiologici, più evidenti alla 
temperatura maggiore. Nel caso dei gruppi partiti dalla temperatura dell’acqua di 
18° C, nel gruppo esposto all’aria a 18° C, gli andamenti delle risposte fisiologiche 
sono stati simili a quelli osservati nei gruppi di controllo, sebbene vi siano state 
delle variazioni significative della glicemia, delle proteine totali e del pH. Negli altri 
due gruppi (aria a 4 e 24° C) si sono osservate variazioni significative di tutti i 
parametri fisiologici. 
 
3.2 Palaemon elegans 
3.2.1 Mortalità 
Gruppi di animali sono stati utilizzati per verificare la sopravvivenza della specie 
all’esposizione diretta alle diverse condizioni sperimentali. Nella seguente tabella 
(tab. 4) vengono riportati i dati ottenuti, espressi in percentuale di individui morti. 
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Tabella 4: mortalità osservata in P. elegans durante gli esperimenti di esposizione diretta alle diverse 
condizioni (dati espressi in percentuale). 
 0h 3h 8h 24h 48h TOT 
             
6°C 0 0 0 0 0 0 
12°C 0 0 0 0 0 0 
18°C  0 0 0 0 0 0 
24°C 0 0 17 33 90 90 
30°C 0 11 29 86 100 100 
  
          
  
6 PSU 0 0 0 10 17 17 
16 PSU 0 0 0 0 3 3 
26 PSU 0 0 0 0 0 0 
36 PSU 0 0 0 0 0 0 
46 PSU 0 0 0 0 0 0 
 
La mortalità indotta dall’esposizione graduale è sempre stata annotata sia nel corso 
delle modificazioni delle condizioni di salinità o temperatura, che durante il periodo 
di adattamento. Di seguito viene riportata la tabella 5 (percentuale di individui morti) 
in cui sono indicati i dati osservati dopo il raggiungimento di una salinità o 
temperatura definitiva, e dopo il periodo di adattamento di 14 giorni. 
 
Tabella 5: mortalità osservata in P. elegans durante gli esperimenti di esposizione graduale alle 
diverse condizioni (dati espressi in percentuale). 
 0h 14d TOT 
6°C 0 0 0 
12°C 0 0 0 
  
      
6 PSU 95,0 5,0 100,0 
16 PSU 87,8 12,2 100,0 
26 PSU 14,7 2,0 16,7 
46 PSU 6,7 8,7 15,3 
 
3.2.2 Esposizione diretta: salinità 
3.2.2.1 Glicemia 
La concentrazione del glucosio nell’emolinfa di P. elegans (n=25) a 36 PSU prima 
dell’esposizione alle diverse salinità (tempo 0h e controllo) è stata 12,20 ± 0,58 es 
mg dL-1. 
Gli andamenti glicemici nel tempo, a tutte le salinità, sono riportate nel grafico in 
figura 18A. 
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Nei gamberetti (n=120) posti alla salinità 6 PSU, la glicemia aumenta gradualmente 
nell’arco delle 48h, quando la media di 12,20 ± 0,58 es mg dL-1 è significativamente 
diversa dal tempo 0h (P=0,008). 
In P. elegans esposto a 16 PSU (n=120) nonostante il picco glicemico osservato 
dopo 3h e i livelli di glucosio più alti rispetto al tempo 0h essi non risultano 
statisticamente significativi (P>0,05). 
La salinità 26 PSU causa invece un progressivo aumento della concentrazione di 
glucosio fino al tempo 8h (18,80 ± 1,36 es mg dL-1, P=0,005 tornando poi sui valori 
iniziali (P>0,05). 
L’esposizione di P. elegans (n=120) a 46 PSU ha determinato un immediato 
significativo aumento della glicemia rispetto al valore iniziale (22,00 ± 2,97 es mg 
dL-1, P=0,028) ma le medie ai tempi successivi non sono significativamente diverse 
dal controllo (P>0,05). (Appendice, tavola 6A) 
3.2.2.2 Acido lattico 
La concentrazione di acido lattico iniziale nei gamberetti (n=25) a 36 PSU, è stata 
6,62 ± 1,16 es mg dL-1. 
Il grafico in figura 18B mostra come l’esposizione di P. elegans  alla salinità 6 PSU 
(n=120) e alla salinità 16 PSU (n=120) ha indotto un aumento significativo della 
concentrazione di acido lattico a tutti i tempi (P<0,05). 
La salinità 26 PSU ha invece causato aumenti significativi nella concentrazione di 
acido lattico nell’emolinfa di P. elegans (n=120) fino a 24h (P<0,05), mentre a 48h i 
valori si approssimano a quello iniziale (P>0,05). 
A 46 PSU assistiamo ad un aumento della concentrazione di acido lattico fino a 8h, 
quando la media di 28,55 ± 1,24 es mg dL-1 è significativamente diversa dal tempo 
0h (P=0,0001). Dopo una successiva diminuzione osservata al tempo 24h, a 48h 
l’acido lattico torna ad aumentare in maniera significativa rispetto al valore iniziale 
(P=0,0001) (Appendice, tavola 6B, figura 18B). 
3.2.2.3 Densità 
Prima dell’esposizione alle diverse salinità, la densità dell’emolinfa dei gamberetti 
(n=25) è stata 1099,60 ± 6,24 es mg dL-1. 
In Appendice, tavola 6C, e dal grafico in figura 18C, si possono osservare gli 
andamenti delle medie delle densità dell’emolinfa nei gruppi sperimentali alle 
diverse salinità. 
                                        
                                        
                                        
                                        
                                        
                                        
                                        
                                        
                                        
                                        
                                        
                                        
                                        
0 3 8 24 48
8
9
10
11
12
13
14
15
16
17
18
19
20
21
22
23
24
25
26
G
lic
em
ia
 
(m
g 
dL
-
1 )
Tempo (h)
  6 PSU
 16 PSU
 26 PSU
 46 PSU
A
                                        
                                        
                                        
                                        
                                        
                                        
                                        
                                        
                                        
                                        
                                        
                                        
                                        
0 3 8 24 48
4
6
8
10
12
14
16
18
20
22
24
26
28
30
32
34
36
A
ci
do
 
la
tti
co
 
(m
g 
dL
-
1 )
Tempo (h)
  6 PSU
 16 PSU
 26 PSU
46 PSU
B
                                        
                                        
                                        
                                        
                                        
                                        
                                        
                                        
                                        
                                        
                                        
                                        
                                        
0 3 8 24 48
1040
1045
1050
1055
1060
1065
1070
1075
1080
1085
1090
1095
1100
1105
1110
1115
1120
1125
1130
D
en
si
tà
 
(g 
L-
1 )
Tempo (h)
  6 PSU
 16 PSU
 26 PSU
 46 PSU
C
                                        
                                        
                                        
                                        
                                        
                                        
                                        
                                        
                                        
                                        
                                        
                                        
                                        
0 3 8 24 48
4,5
5,0
5,5
6,0
6,5
7,0
7,5
8,0
8,5
9,0
9,5
10,0
10,5
Pr
o
te
in
e 
to
ta
li 
(g 
dL
-
1 )
Tempo (h)
  6 PSU
 16 PSU
 26 PSU
 46 PSU
D
Figura 18: andamento nel tempo dei parametri fisiologici in P. elegans esposto direttamente
alle diverse salinità.
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Le variazioni della densità dell’emolinfa di P. elegans a 6 PSU (n=120) non sono 
risultate significative (P>0,05) fino al tempo 24h, mentre la media ottenuta a 48 h 
(1120,00 ± 2,28 es mg dL-1) è significativamente più alta (P<0.05) rispetto al tempo 
0h. La salinità 16 PSU induce un’immediata diminuzione della densità emolinfatica 
risultata significativamente diversa da quella iniziale a tutti i tempi (P<0,05) 
contrariamente a 26 PSU non si sono osservate variazioni significative della densità 
dell’emolinfa (P>0,05). 
L’esposizione a 46 PSU dei gamberetti (n=120) causa una diminuzione della densità 
dell’emolinfa; le medie ottenute ai tempi 8, 24 e 48h sono risultate significativamente 
diverse da quella iniziale (P<0,05). 
3.2.2.4 Proteine 
La concentrazione delle proteine totali emolinfatiche in P. elegans (n=25) mantenuto 
alla salinità 36 PSU è stata 6,51 ± 0,84 es g dL-1. 
A 6 PSU si rileva un aumento delle proteine totali nell’emolinfa fino a 8h quando la 
media (9,60 ± 0,39 es g dL-1) è risultata significativamente diversa dal tempo 0h 
(P=0,027). 
Tutte le altre salinità (16, 26 e 46 PSU), non hanno indotto variazioni significative 
(P>0.05 sempre) della concentrazione delle proteine totali nell’emolinfa dei 
gamberetti utilizzati (n=120 per ciascun gruppo) (Appendice, tavola 6D; figura 18D). 
3.2.2.5 pH 
Il pH dell’emolinfa nei gamberetti a 36 PSU (n=25), prima della loro esposizione a 
salinità modificata, è stato 7,62 ± 0,04 es; gli andamenti temporali del parametro alle 
diverse condizioni sperimentali sono mostrati nel grafico in figura 18E. 
Alla salinità di 6 PSU il pH dell’emolinfa di P.elegans  (n=120) aumenta già dopo 3h 
(7,96 ± 0,01 es, P=0,001), e rimane significativamente più alto rispetto al tempo 0h 
(P<0,05) fino a 24h. 
La salinità 16 PSU non ha causato variazioni significative (P>0,05) nel pH 
dell’emolinfa dei gamberetti utilizzati per l’esperimento (n=120). 
Dopo 3h di esposizione a 26 PSU, il pH aumenta fino a 7,91 ± 0,04 es, media 
significativamente più alta rispetto al tempo 0h (P=0,0001). Ai tempi successivi fino 
a 24h il parametro si mantiene significativamente più alto (P<0,05). 
Il pH dell’emolinfa di P. elegans esposto a 46 PSU (n=120) invece non subisce 
variazioni statisticamente significative a nessun tempo considerato (P>0,05) 
(Appendice, tavola 6E). 
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3.2.2.6 Cloruri 
La concentrazione iniziale dei cloruri in P. elegans mantenuto a 36 PSU (n=25) è 
5,64 ± 0,80 es mmoL L-1. 
Nel grafico 18F si possono seguire gli andamenti delle medie in seguito 
all’esposizione dei gamberetti alle diverse salinità. 
A 6 PSU i cloruri nell’emolinfa di P. elegans (n=120) aumentano significativamente 
dopo 3h (8,65 ± 1,00 es mmoL L-1, P=0,047) ma al tempo 24h la media non è 
significativamente diversa dal tempo 0h (P>0,05). 
La salinità 16 PSU non causa variazioni significative (P>0,05) nella concentrazione 
dei cloruri nell’emolinfa. 
L’esposizione di P. elegans alle salinità 26 PSU (n=120) e 46 PSU (n=120) ha 
invece determinato un graduale aumento dei cloruri fino a 24h, quando le medie, 
rispettivamente di 8,46 ± 0,31 es mmoL L-1 e 8,23 ± 0,21 es mmoL L-1, sono risultate 
significativamente diverse dal tempo 0h (P<0,05) (Appendice, tavola 6F). 
3.2.2.7 Calcio 
Al tempo 0h il calcio nell’emolinfa del gruppo di controllo è stato 11,23 ± 0,34 es 
mmoL L-1 (n=25). 
L’esposizione a 6 PSU (n=120) determina una graduale diminuzione del calcio fino a 
24h, quando la media è risultata significativamente diversa dal tempo 0h (P=0,032). 
Le variazioni del calcio nell’emolinfa dei gamberetti esposti alle salinità 16 PSU 
(n=120), 26 PSU (n=120) e 46 PSU (n=120) non sono mai state significativamente 
diverse dal controllo (P>0,05) (Appendice, tavola 6G; figura 18G). 
 
Lo stress osmotico acuto induce in P. elegans alterazione di tutti i parametri 
fisiologici. L’esposizione a 46 PSU è quella che causa un maggior aumento della 
glicemia e l’unica che determina una diminuzione della concentrazione delle 
proteine totali entro le 8h e diminuzione del pH. 
Dall’analisi dell’andamento del cloro è risultato che l’esposizione a salinità 
modificata determina sempre aumenti nella concentrazione dei cloruri entro 3h, e 
del calcio a 26 PSU dopo 24h. 
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Figura 18: andamento nel tempo dei parametri fisiologici in P. elegans esposto direttamente
alle diverse salinità.
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3.2.3 Esposizione graduale e adattamento: salinità 
Vengono di seguito descritti gli andamenti dei parametri fisiologici in P. elegans in 
seguito all’esposizione graduale alle diverse salinità. Per le salinità 6 e 16 PSU, vista 
l’elevata mortalità, è stato possibile valutare solo il tempo 0h. 
3.2.3.1 Glicemia 
L’esposizione graduale di P. elegans (n=200) alla salinità 6 PSU non ha causato 
variazioni significative (P>0,05) della concentrazione di glucosio rispetto al controllo 
mantenuto a 36 PSU; viceversa, l’esposizione a 16 PSU (n=180) ha indotto una 
diminuzione della glicemia (10,50 ± 0,29 es mg dL-1) significativa rispetto al 
controllo (P=0,042) (Appendice, tavola 7A; figura 19A). 
Dopo il trasferimento dei gamberetti da 36 PSU a 26 PSU (n=150) la glicemia 
iniziale è stata 10,75 ± 0,48 es mg dL-1 (P>0,05 vs controllo). Ai tempi successivi, gli 
aumenti osservati non sono risultati significativamente diversi dal tempo 0h 
(P>0,05), ma il valore di picco ottenuto 8h (12,75 ± 1,44 es mg dL-1) è 
significativamente diverso da quello ottenuto allo stesso tempo nel gruppo posto 
direttamente alla stessa salinità (P=0,019). Dopo due settimane di permanenza a 
questa salinità la concentrazione di glucosio circolante nell’emolinfa è 
significativamente più bassa rispetto al controllo mantenuto a 36 PSU (10,00 ± 0,58 
es mg dL-1, P=0,041) (Appendice, tavola 7A; figure 19B e 19D). 
La glicemia al tempo 0h nel gruppo trasferito gradualmente a 46 PSU (n=150) è stata 
12,50 ± 1,04 es mg dL-1, non significativamente diversa dal controllo (P>0,05). 
Come si può vedere dal grafico in figura 19C, nell’arco delle 48h successive non si 
sono osservate variazioni significative (P>0,05)  rispetto al tempo 0h; i valori 
ottenuti a 3h (13,75 ± 1,03 es mg dL-1) e 8h (11,25 ± 1,03 es mg dL-1) sono però 
significativamente più bassi rispetto a quelli misurati agli stessi tempi nel gruppo 
posto direttamente a 46 PSU (P<0,05). Al tempo 14d la glicemia non è 
significativamente diversa dal controllo (P>0,05) (Appendice, tavola 7A; figura 
19D). 
3.2.3.2 Acido lattico 
Il trasferimento progressivo alle salinità 6 PSU (n=200) e 16 PSU (n=180) non ha 
causato variazioni significative nella concentrazione di acido lattico nell’emolinfa di 
P. elegans (P>0,05) (Appendice, tavola 7B; figura 20A). 
La concentrazione iniziale di acido lattico nell’emolinfa misurata a 26 PSU è 12,45 ± 
2,06 es mg dL-1 (P>0,05 vs controllo). Ai tempi successivi non si sono osservate 
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Figura 19: in A glicemia in P. elegans dopo il periodo di esposizione graduale a 6 e 16 PSU;
in B andamento nel tempo della glicemia in P. elegans esposti direttamente vs gradualmente a
26 PSU.
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Figura 19: in C andamento nel tempo della glicemia in  P. elegans esposti direttamente vs
gradualmente a 46 PSU; in D glicemia in P. elegans dopo il periodo di adattamento a 26 e 46
PSU.
                                        
                                        
                                        
                                        
                                        
                                        
                                        
                                        
                                        
                                        
                                        
                                        
                                        
0h
0
1
2
3
4
5
6
7
8
A
ci
do
 
la
tti
co
 
(m
g 
dL
-
1 )
 controllo
  6 PSU
 16 PSU
A
                                        
                                        
                                        
                                        
                                        
                                        
                                        
                                        
                                        
                                        
                                        
                                        
                                        
0 3 8 24 48
0
2
4
6
8
10
12
14
16
18
20
22
24
26
28
30
32
34
36
38
A
ci
do
 
la
tti
co
 
(m
g 
dL
-
1 )
Tempo (h)
 step 26 PSU
 esposizione graduale 26 PSU
B
Figura 20: in A latticemia in P. elegans dopo il periodo di esposizione graduale a 6 e 16 PSU;
in B andamento nel tempo della latticemia in P. elegans esposti direttamente vs gradualmente
a 26 PSU.
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variazioni significativamente diverse né dal tempo 0h né dal gruppo utilizzato nello 
step a 26 PSU (P>0,05) (Appendice, tavola 7B; grafici 20B e 20D).  
La salinità 46 PSU, dove la concentrazione iniziale di acido lattico in P. elegans 
(n=150) è stata 10,85 ± 2,51 es mg dL-1, non ha prodotto variazioni significative 
rispetto al tempo 0h (P>0,05). Dal confronto con il gruppo esposto direttamente alla 
stessa salinità però sono risultate significative più basse le medie ai tempi 8, 24 e 48h 
(P<0,05). Dopo 14d, l’acido lattico pari a  4,78 ± 0,69 es mg dL-1 non è 
significativamente diverso dal controllo (P>0,05) (Appendice, tavola 7B; figure 20C 
e 20D). 
3.2.3.3 Densità 
La densità iniziale dell’emolinfa di P. elegans esposto a 6 PSU (n=200) è stata di 
1063,00 ± 13,00 es g L-1 non significativamente diversa dal controllo (P=0,167). Alla 
salinità 16 PSU invece la densità di 1038,00 ± 3,16 es g L-1 è significativamente più 
bassa rispetto al controllo (P=0,0001) (Appendice, tavola 7C; figura 21A). 
Il trasferimento graduale dei gamberetti dalla salinità di 36 PSU a 26 PSU ha causato 
una diminuzione significativa della densità dell’emolinfa (1059,00 ± 3,42 es g L-1) 
rispetto al controllo (P=0,001). Come si può vedere dal grafico in figura 21B, nelle 
48h sperimentali, la densità dell’emolinfa non ha subito variazioni significative 
rispetto al tempo 0h (P>0,05), ma si è sempre mantenuta significativamente più bassa 
rispetto al gruppo esposto direttamente a 26 PSU (P<0,05). A 14d la densità (1060,00 
± 4,00 es g L-1) è significativamente più bassa rispetto al controllo (P=0,002) 
(Appendice, tavola 7C; figura 21D). 
Dopo il trasferimento graduale alla salinità 46 PSU (n=150), la densità dell’emolinfa 
è risultata significativamente diversa dal controllo (1078,50 ± 6,08 es g L-1, 
P=0,046). Nell’arco dei tempi successivi dopo una prima diminuzione significativa 
osservata a 3h (1054,50 ± 5,97 es g L-1, P=0,030), la densità aumenta, ma rimane non 
significativamente diversa dal tempo 0h (P>0,05); i valori non sono mai risultati 
significativamente diversi da quelli agli stessi tempi nel gruppo utilizzato esposto 
direttamente alla medesima salinità (P>0,05). Dopo il periodo di adattamento di due 
settimane a 46 PSU, la densità di 1058,50 ± 3,59 es g L-1, è significativamente più 
bassa rispetto al controllo (P=0,001) (Appendice, tavola 7C; figure 21C e 21D). 
3.2.3.4 Proteine 
Sia il trasferimento graduale di P. elegans alla salinità di 6 PSU (n=200) che alla 
salinità di 16 PSU (n=180) non causa variazioni significative (P>0,05) della 
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periodo di esposizione graduale a 6 e 16 PSU; in B andamento nel tempo della concentrazione
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concentrazione delle proteine totali rispetto al controllo (Appendice, tavola 7D; 
figura 22A). 
Il valore iniziale delle proteine (3,71 ± 0,27 es g dL-1) nell’emolinfa di P. elegans 
(n=150) portato a 26 PSU non è significativamente diverso dal controllo mantenuto a 
36 PSU (P>0,05). Sebbene ai tempi successivi non si siano verificate variazioni 
significative delle proteine circolanti nell’emolinfa (P>0,05) rispetto al tempo 0h, la 
loro concentrazione è sempre significativamente più bassa rispetto al gruppo che ha 
subito lo step a 26 PSU (P<0,05). Al tempo 14d, le proteine totali (3,31 ± 0,48 es g 
dL-1) non sono significativamente diverse dal controllo (P=0,095) (Appendice, tavola 
7D; figure 22B e 22D). 
A 46 PSU le proteine totali non hanno subito variazioni significative nell’arco delle 
due settimane sperimentali (P>0,05), e non sono mai risultate significativamente 
diverse da quelle misurate negli animali esposti direttamente a 46 PSU (P>0,05) 
(Appendice, tavola 7D; figure 22C e 22D). 
3.2.3.5 pH 
Nei grafici in figura 23 vengono riportati gli andamenti del pH dell’emolinfa dei 
gamberetti esposti gradualmente alle diverse temperature. 
Il passaggio graduale dei gamberetti alla salinità 6 PSU (n=200), non ha determinato 
variazioni significative del pH dell’emolinfa rispetto a quello ottenuto nel gruppo di 
controllo (P>0,05). Viceversa il raggiungimento graduale della salinità 16 PSU 
determina una diminuzione del pH dell’emolinfa dei gamberetti esposti (n=180), 
risultato di 7,35 ± 0,04 es, significativo rispetto al controllo (P=0,004). 
Il pH iniziale dell’emolinfa di P. elegans esposto gradualmente a 26 PSU (n=150) è 
stato 7,62 ± 0,03 es (P>0,05 vs controllo). Nel corso delle ore successive il pH 
subisce una progressiva diminuzione significativamente diversa dal tempo 0h ai 
tempi 24 e 48h (rispettivamente 7,46 ± 0,02 es, P=0,007; 7,51 ± 0,02 es, P=0,025). 
Rispetto al gruppo di gamberetti utilizzato per l’esposizione diretta a 46 PSU, è 
risultato significativamente più basso (P<0,05) il pH misurato al prelievo a 3, 24 e 
48h (Appendice, tavola 7E). Dopo due settimane di adattamento a questa salinità  il 
pH si mantiene significativamente più basso rispetto al controllo (P<0,05). 
Nel passaggio da 36 PSU a 46 PSU (n=150), il pH dell’emolinfa (7,73 ± 0,03 es) non  
è significativamente diverso dal controllo mantenuto a 36 PSU (P>0,05). Dopo 3h a 
46 PSU il valore di pH (7,85 ± 0,02 es) è significativamente diverso sia dal tempo 0h 
(P=0,014) che dallo quello misurato nel gruppo esposto direttamente a questa salinità 
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(P=0,0001). Ai tempi successivi il pH torna a diminuire portandosi a 48h a 7,58 ± 
0,01 es valore significativamente più basso dal tempo 0h (P=0,005). Dopo 14d, il pH 
non è significativamente diverso dal controllo (P>0,05) (Appendice, tavola 7E). 
3.2.3.6 Cloruri 
L’esposizione graduale di P. elegans a 6 PSU (n=200) e 16 PSU (n=180) non hanno 
determinato variazioni significative (P>0,05) della concentrazione dei cloruri 
nell’emolinfa rispetto al controllo (Appendice, tavola 7F; figura 24A). 
Dal grafico in figura 24B è evidente che i cloruri nell’emolinfa dei gamberetti posti a 
26 PSU (inizialmente 7,55 ± 0,33 es mmoL L-1, n=150), non subiscono variazioni 
nell’arco delle 24h (P>0,05). I valori ottenuti ai vari tempi di prelievo, non sono 
risultati significativamente diversi da quelli ottenuti nel gruppo sottoposto a step a 26 
PSU (P>0,05). Anche dopo due settimane di permanenza a questa salinità i cloruri 
nell’emolinfa (6,99 ± 0,19 es mmoL L-1) non sono significativamente diversi dal 
controllo (P>0,05) (Appendice, tavola 7F; figura 24D). 
La concentrazione iniziale dei cloruri negli animali portati gradualmente a 46 PSU è 
stata 9,04 ± 0,88 es mmoL L-1 (P=0,026 vs controllo). Ai tempi successivi, i cloruri 
non sono mai stati significativamente diversi né dal tempo 0h né dal gruppo esposto 
direttamente a 46 PSU (P>0,05). A14d la media ottenuta di 9,22 ± 0,53 es mmoL L-1, 
è significativamente più alta rispetto al controllo (P=0,008) (Appendice, tavola 7F; 
figure 24C e 24D). 
3.2.3.7 Calcio 
L’esposizione progressiva dei gamberetti (n=200) alla salinità 6 PSU non ha causato 
differenze significative (P>0,05) rispetto al controllo nella concentrazione di calcio 
circolante nell’emolinfa. 
Come si può vedere dal grafico in figura 25A la concentrazione del calcio nel 
periodo di passaggio da 36 PSU a 16 PSU è significativamente (P=0,042) più alta 
rispetto al controllo (16,95 ± 1,71 es mmoL L-1). 
Analogamente a quanto appena descritto anche il trasferimento graduale a 26 PSU 
(n=150) causa un innalzamento significativo della concentrazione del calcio (17,41 ± 
1,23 es mmoL L-1, P=0,012) rispetto al controllo. Nelle 24h successive, sebbene non 
subisca modificazioni significative rispetto al tempo 0h (P>0,05), la concentrazione 
del calcio nell’emolinfa rimane significativamente più alta (P>0,05) rispetto a quella 
osservata nel gruppo esposto direttamente alla stessa salinità (Appendice, tavola 7G; 
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figura 25B). Dopo due settimane di adattamento i valori ottenuti non sono 
significativamente diversi dal controllo (P>0,05) (Figura 25D). 
Anche in seguito al passaggio graduale alla salinità 46 PSU il calcio presente 
nell’emolinfa di P. elegans (n=150) è più alto rispetto al controllo (23,29 ± 1,87 es 
mmoL L-1, P=0,007). In seguito i valori non sono mai significativamente diversi dal 
tempo 0h (P>0,05) mentre lo sono sempre da quelli misurati agli stessi tempi nel 
gruppo utilizzato nello step a 46 PSU (P<0,05). Dopo due settimane di permanenza a 
questa salinità, il calcio la cui media è di 19,21 ± 1,28 es mmoL L-1, è 
significativamente diversa dal controllo mantenuto a 36 PSU (P=0,006) (Appendice, 
tavola 7G; figure 25C e 25D). 
 
In generale per quanto riguarda le risposte fisiologiche in P. elegans in seguito  
all’esposizione graduale alle diverse salinità e a stress osmotico prolungato per 14d, 
si può evidenziare che glicemia e acido lattico non subiscono variazioni 
particolarmente intense, la densità e le proteine totali subiscono invece delle 
diminuzioni dal tempo 0h fino a 14d, il pH a 46 PSU a differenza delle altre salinità 
aumenta, e gli elettroliti, che durante gli step subiscono delle variazioni evidenti, 
rimangono circa costanti. 
 
3.2.4. Esposizione diretta: temperatura 
Anche per questa specie sono stati creati quattro gruppi sperimentali utilizzati per 
l’esposizione diretta a modificazioni di temperatura; di seguito sono riportati i 
risultati ottenuti per i parametri fisiologici valutati. 
3.2.4.1 Glicemia 
La concentrazione di glucosio nell’emolinfa di P. elegans nel gruppo utilizzato come 
confronto per i gruppi sperimentali esposti a basse temperature (n=25) e in quello per 
i gruppi esposti a temperature elevate (n=25), è stata di 11,80 ± 0,66 es mg dL-1 e 
11,20 ± 0,80 es mg dL-1 rispettivamente, valori non significativamente diversi tra 
loro (P>0,05). Il grafico in figura 26A mostra gli andamenti nel tempo del glucosio 
alle diverse temperature. 
A 6° C la glicemia (n=120) aumenta fino a 3h, quando la media di 16,40 ± 1,21 es 
mg dL-1, è risultata significativamente diversa dal tempo 0h (P=0,015). Ai tempi 
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Figura 26: andamento nel tempo dei parametri fisiologici in P. elegans esposto direttamente
alle diverse temperature.
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successivi la concentrazione di glucosio diminuisce e non è mai stata 
significativamente diversa dal tempo 0h (P>0,05) (Appendice, tavola 8A). 
Il passaggio diretto a 12° C non ha determinato variazioni significative (P>0,05) 
nella concentrazione di glucosio nell’emolinfa dei gamberetti esposti (n=120). 
La temperatura di 24° C invece ha causato un progressivo del glucosio nell’emolinfa 
di P. elegans (n=120); infatti a tutti i tempi le medie ottenute sono risultate 
significativamente più alte rispetto al tempo 0h (P<0,05). 
Come si può osservare dal grafico  in figura 26A, la glicemia nei gamberetti esposti a 
30° C (n=120) subisce un immediato e significativo aumento fino alla 
concentrazione di 30,80 ± 2,85 es mg dL-1 (P=0,002). Sebbene la glicemia rimanga 
più elevata, la media, al tempo 8h, non è significativamente diversa dal tempo 0h 
(P>0,05) (Appendice, tavola 8A). 
3.2.4.2 Acido lattico 
Le concentrazioni di acido lattico nei due gruppi di gamberetti utilizzati come 
controllo sono risultate significativamente diverse tra loro (4,44 ± 0,61 es mg dL-1 e 
6,88 ± 0,61 es mg dL-1, P=0,023). 
La temperatura 6° C ha determinato un rapido aumento del glucosio fino a 3h, 
quando la media di 11,42 ± 1,14 es mg dL-1 è risultata significativamente diversa dal 
tempo 0h (P=0,002). Ai tempi successivi l’acido lattico diminuisce e solo la media 
ottenuta a 8h è significativamente diversa dal controllo (P<0,05) (Appendice, tavola 
8B; figura 26B). 
Il passaggio diretto a 12° C non ha causato variazioni significative (P>0,05) nella 
concentrazione di acido lattico nell’emolinfa di P. elegans fino a 8h; ma a 24h la 
media di 10,10 ± 0,71 es mg dL-1 è significativamente diversa dal tempo 0h 
(P=0,026). 
A 24° C l’acido lattico emolinfatico aumenta progressivamente nell’arco delle 24h, 
fino a 74,94 ± 21,30 es mg dL-1, concentrazione significativamente diversa dal tempo 
0h (P=0,033) (Appendice, tavola 8B; figura 26B). 
Anche a 30° C, la concentrazione di acido lattico aumenta progressivamente e 
significativamente rispetto al tempo 0h (P<0,05). 
3.2.4.3 Densità 
Nei due gruppi utilizzati come controllo (n=25 ciascuno) la densità dell’emolinfa è 
stata rispettivamente di 1086,80 ± 6,89 es mg dL-1 e di 1106,40 ± 11,62 es mg dL-1 
(P>0,05). 
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In seguito al trasferimento diretto dei gamberetti (n=120) da 18° C a 6° C, la densità 
diminuisce nell’arco di 3h (1054,80 ± 4,13 es mg dL-1, P=0,006), e si mantiene 
significativamente più bassa rispetto al tempo 0h per tutta la durata dell’esperimento 
(P<0,05) (Appendice, tavola 8C; figura 26C). 
Come si può osservare dal grafico in figura 26C, anche in seguito all’esposizione a 
12° C la densità dell’emolinfa diminuisce e si mantiene significativamente bassa 
nell’arco delle 48h sperimentali (P<0,05). 
A differenza di ciò che è appena stato descritto per le altre temperature, l’esposizione 
a 24° C dei gamberetti (n=120) determina l’aumento progressivo della densità 
dell’emolinfa (Appendice, tavola 8C; figura 26C), anche se  mai significativamente 
diverso rispetto al tempo 0h (P>0,05). 
La temperatura di 30° C non ha causato variazioni significative (P>0,05) della 
densità dell’emolinfa di P. elegans (n=120). 
3.2.4.4 Proteine 
Le medie delle proteine totali, riportate in Appendice, tavola 8D, nell’emolinfa di P. 
elegans utilizzati come controllo, non sono risultate significativamente diverse tra 
loro (P>0,05). 
La temperatura di 6° C (n=120) ha indotto la diminuzione della concentrazione delle 
proteine totali circolanti nell’emolinfa di P. elegans (Appendice, tavola 8D; grafico 
26D) risultata a tutti i tempi significativamente diversa rispetto al controllo (P<0,05). 
In seguito all’esposizione a 12° C si verifica un’iniziale diminuzione delle proteine 
totali fino alla concentrazione di 3,70 ± 0,44 es g dL-1 (P=0,035 vs 0h). Nonostante 
nell’arco delle ore successive si sia osservato un aumento non significativo (P>0,05) 
delle proteine fino a 5,26 ± 0,44 es g dL-1 a 24h, la loro concentrazione a 48h (2,81 ± 
0,39 es g dL-1) è significativamente più bassa rispetto al tempo 0h (P=0,004) 
(Appendice, tavola 8D; figura 26D). 
3.2.4.5 pH 
Il valore del pH dell’emolinfa dei gamberetti utilizzati in ciascun controllo (n=25) è 
stato rispettivamente di 7,56 ± 0,03 es e di 7,94 ± 0,08 es dati significativamente 
diversi tra loro (P=0,005). 
Come si può vedere dal grafico in figura 26E, l’esposizione a 6° C ha causato una 
graduale diminuzione del pH fino a 48h, quando la media di 7,42 ± 0,03 es è risultata 
significativamente diversa dal controllo (P=0,012). 
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Figura 26: andamento nel tempo dei parametri fisiologici in P. elegans esposto direttamente
alle diverse temperature.
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In seguito all’esposizione di P. elegans a 12° C (n=120) il pH subisce progressivi e 
significativi aumenti ai tempi 8, 24, 48h (P<0,05). 
Come si può vedere dai dati riportati in Appendice, tavola 8E e nel grafico in figura 
26E, sia il pH dell’emolinfa dei gamberetti esposti a 24° C (n=120) che quello 
dell’emolinfa dei gamberetti esposti a 30° C (n=120) ha subito delle variazioni, che 
tuttavia non sono mai significativamente diverse dal controllo mantenuto a 18° C 
(P>0,05). 
 
Riassumendo i dati appena descritti, durante il trasferimento graduale di P. elegans 
a 6 e 12° C non si sono osservate importanti variazioni glicemiche, mentre l’acido 
lattico subisce variazioni rilevabili a 6° C. La densità, le proteine totali e il pH 
dell’emolinfa hanno gli stessi andamenti osservati durante gli step alle stesse 
temperature, anche se a 12° C densità e proteine totali si mantengono più alti. 
 
3.2.5 Esposizione graduale e adattamento: temperatura 
3.2.5.1 Glicemia 
La glicemia iniziale nei gamberetti portati gradualmente alla temperatura 6° C 
(n=150) è stata 9,25 ± 0,25 es mg dL-1, non significativamente dal controllo (tempo 
0h esperimenti di step) (P>0,05). Nell’arco delle ore successive gli aumenti osservati 
non sono statisticamente significativi (P>0,05) (Figura 27A). Dopo il periodo di 
adattamento di 14d la glicemia di 10,00 ± 0,41 es mg dL-1, non è significativamente 
diversa dal controllo (P>0,05). 
Nei gamberetti portati gradualmente a 12° C la glicemia al tempo 0h è 9,25 ± 0,75 es 
mg dL-1 (P=0,041 vs controllo). Ai tempi successivi le medie ottenute non sono mai 
state significativamente diverse né dal tempo 0h né dal gruppo esposto direttamente 
alla stessa temperatura (P>0,05). A 14d il valore ottenuto di 9,50 ± 0,29 es mg dL-1, 
non è significativamente diverso dal controllo (P>0,05). 
3.2.5.2 Acido lattico 
Come riportato in Appendice, tavola 9B, la concentrazione iniziale di acido lattico 
nell’emolinfa dei gamberetti esposti a 6° C è stata 15,05 ± 3,03 es mg dL-1, 
significativamente più alta rispetto al controllo (P=0,037). Nel grafico in figura 28A 
si evidenzia che dopo un’iniziale diminuzione registrata dopo 3h, l’acido lattico 
aumenta progressivamente fino a 24h (P>0,05), con la concentrazione a 48h (6,35 ± 
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Figura 27: in A e B andamento nel tempo della glicemia in P. elegans esposti direttamente vs
gradualmente a 6 e 12° C; in C glicemia in P. elegans dopo il periodo di adattamento a 6 e
12° C.
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Figura 28: in A e B andamento nel tempo della latticemia in P. elegans esposti direttamente
vs gradualmente a 6 e 12° C; in C latticemia in P. elegans dopo il periodo di adattamento a 6
e 12° C.
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0,69 es mg dL-1) significativamente diversa (P>0,05). Dopo 14d a questa temperatura 
l’acido lattico nell’emolinfa si mantiene alto (22,45 ± 3,93 es mg dL-1) e 
statisticamente significativo rispetto al controllo (P=0,018).  
Come si può osservare nei grafici nelle figure 28B e 28C, la concentrazione di acido 
lattico nell’emolinfa dei gamberetti esposti gradualmente a 12° C (n=150), non 
subisce variazioni significative né rispetto al tempo 0h, né al gruppo che è stato 
esposto direttamente alla stessa temperatura (P>0,05). 
3.2.5.3 Densità 
La densità iniziale dell’emolinfa di P. elegans trasferito progressivamente da 18 a 6° 
C è stata di 1066,00 ± 6,48 es mg dL-1 (P>0,05 vs controllo). Nei prelievi ai  tempi 
successivi non si sono misurate variazioni del parametro statisticamente significative 
(P>0,05), solo dopo due settimane di adattamento, la densità di 1058,50 ± 3,30 es mg 
dL-1 è significativamente più bassa rispetto al controllo (P=0,011). 
In seguito all’esposizione graduale dei gamberetti a 12° C (n=150) la densità è stata 
di 1108,00 ± 9,20 es mg dL-1, non significativamente diversa dal controllo (P>0,05). 
Ai tempi successivi la densità diminuisce rispetto al valore iniziale e risultata 
statisticamente significativa a 8 e 48h è (P<0,05 vs 0h). Dal confronto con il gruppo 
esposto direttamente a 12° C, sono risultate significativamente diverse le medie ai 
tempi 3 e 24h. Dopo 14d di permanenza a 12° C la densità non è risultata 
significativamente diversa dal controllo (P>0,05). 
3.2.5.4 Proteine 
Nei gamberetti portati gradualmente a 6° C (n=150) il valore iniziale delle proteine 
emolinfatiche è stato 4,43 ± 0,21 es g dL-1 (P>0,05 vs controllo). Nel figura 30A è 
riportato l’andamento di questi metabolici che non risultano mai significativamente 
diversi dal gruppo che ha subito lo step a 6° C (P>0,05). Rispetto al tempo 0h sono 
risultate invece significativamente inferiori le medie ai tempi 3 e 48h (P<0,05; 
Appendice, tav. 9D). A 14d, le proteine totali (4,14 ± 0,46 es g dL-1) non sono 
significativamente diverse dal controllo (P>0,05). 
In seguito all’esposizione graduale di P. elegans a 12° C (n=150) le proteine sono 
risultate più alte rispetto al controllo (P=0,003). Le concentrazioni osservate ai tempi 
8 e 48h, e riportate in Appendice, tavola 9D, sono significativamente diverse dal 
tempo 0h (P<0,05), mentre a 3 e 24h sono significativamente diverse dai medesimi 
tempi del gruppo esposto direttamente a 12° C (P<0,05). Dopo due settimane di 
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Figura 29: in A e B andamento nel tempo della densità dell’emolinfa in  P. elegans esposti
direttamente vs gradualmente a 6 e 12° C; in C densità dell’emolinfa in  P. elegans dopo il
periodo di adattamento a 6 e 12° C.
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Figura  30:  in  A  e  B  andamento  nel  tempo  della  concentrazione  dello  proteine  totali
dell’emolinfa  in  P.  elegans esposti  direttamente  vs  gradualmente  a  6  e  12°  C;  in  C
concentrazione delle proteine totali dell’emolinfa in P. elegans dopo il periodo di adattamento
a 6 e 12° C.
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Figura  31:  in  A  e  B  andamento  nel  tempo  del  pH  dell’emolinfa  in  P.  elegans esposti
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adattamento le proteine totali circolanti nell’emolinfa non sono significativamente 
diverse dal controllo (P>0,05). 
3.2.5.5 pH 
Il trasferimento dei gamberetti a 6° C (n=150) ha determinato una diminuzione 
significativa del pH dell’emolinfa rispetto al controllo (7,46 ± 0,02 es; P=0,032). 
Nell’arco delle 24h successive non si sono verificate variazioni significative rispetto 
al tempo 0h (P>0,05), mentre a 48h il pH è significativamente più alto sia rispetto al 
tempo 0h (P=0,037) che allo stesso tempo nel gruppo che ha subito step a 6° C 
(P=0,014). A 14d il pH non è significativamente diverso dal controllo (P>0,05). 
Il pH dell’emolinfa dei gamberetti trasferiti gradualmente da 18 a 12° C (n=150) è 
stato 7,53 ± 0,05 es (P>0,05 vs controllo) successivamente non si sono osservate 
variazioni significative del pH né rispetto al tempo 0h né rispetto al gruppo utilizzato 
per lo step a 12° C (P>0,05). Dal grafico in figura 31C è evidente che dopo 14d di 
mantenimento a 12° C il pH è significativamente più alto rispetto al controllo 
(P=0,001). 
 
Riassumendo i dati appena descritti, durante il trasferimento graduale di P. elegans 
a 6 e 12° C non si sono osservate importanti variazioni glicemiche, mentre l’acido 
lattico subisce variazioni rilevabili a 6° C. La densità, le proteine totali e il pH 
dell’emolinfa hanno gli stessi andamenti osservati durante gli step alle stesse 
temperature, anche se a 12° C densità e proteine totali si mantengono più alti. 
 
3.3 Upogebia pusilla 
3.3.1 Prove di mantenimento e manipolazione 
Tutte le prove di stabulazione effettuate con questa specie hanno causato il 100% di 
mortalità nell’arco di 5 giorni. 
Nei gruppi creati per le prove di manipolazione (n=5) si è osservato il 100% di 
mortalità dopo 3h. 
In Appendice, tavola 10, sono riportati i dati relativi alle prove di mantenimento in 
acqua (n=5) e aria (n=5). 
La concentrazione di glucosio nei gamberetti mantenuti in acqua, passa dal valore 
iniziale medio di 7,00 ± 0,55 es mg dL-1 a 8,60 ± 1,44 es mg dL-1 dopo 3h; l’aumento 
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a questo tempo non è significativamente diverso da quello iniziale (P>0,05). 
Analogamente, per i gamberetti mantenuti all’aria, la glicemia cresce passando dal 
valore iniziale di 6,00 ± 0,84 es mg dL-1 a 11,00 ± 3,30 es mg dL-1, ma non in 
maniera significativa rispetto al tempo 0h (P>0,05). 
La sola manipolazione dei gamberetti utilizzati come controllo (mantenimento in 
acqua) determina aumenti di acido lattico a tutti i tempi, che non sono risultati 
significativamente diversi dal tempo 0h (P>0,05) (Appendice, tavola 10). L’acido 
lattico nell’emolinfa dei gamberetti trasferiti in ambiente subaereo, passa da 4,76 ± 
1,91 es mg dL-1 a 54,12 ± 9,68 es mg dL-1 nell’arco di 3h; a tutti i tempi le medie 
sono state statisticamente significative rispetto al tempo 0h. 
Durante il mantenimento in acqua, sia la densità che le proteine subiscono delle 
variazioni. La densità, inizialmente di 1066,80 ± 5,12 es g L-1 diminuisce nell’arco di 
3h fino a 1045,20 ± 4,50 es g L-1 (P=0,021). Analogamente le proteine subiscono 
delle diminuzioni significative (P<0,05). Per i gamberetti esposti all’aria, sebbene vi 
siano state delle diminuzioni sia della densità che delle proteine totali (Appendice, 
tavola 10), non sono mai state significativamente diverse dal tempo 0h. 
Il pH nell’emolinfa di U. pusilla mantenuto in acqua VALORE T0?, dopo un primo 
picco a 0,5h, non significativamente diverso dal valore iniziale (P>0,05), torna a 
diminuire ai tempi successivi (P>0,05 vs tempo 0h). Per i gamberetti mantenuti 
all’aria, dopo un picco iniziale al tempo 0,5h, non statisticamente significativo 
(P>0,05) il pH diminuisce dopo 2h fino al valore di 7,79 ± 0,04 es (P=0,025 vs 
tempo 0h). 
I due gruppi, per nessun parametro e a nessun tempo, sono mai stati 
significativamente diversi tra di loro (P>0,05). 
3.4 Correlazione densità e proteine 
Considerando per le tre specie, oggetto di studio in questo lavoro, i dati ottenuti di 
densità e proteine totali, sia nei gruppi di controllo che quelli sperimentali, e a tutti i 
tempi, è stato possibile correlare i due metaboli. Nei grafici in figura 32 vengono 
riportate le rette di regressione per ciascuna specie. In ciascuna specie vediamo come 
ci sia una forte correlazione (tab. 6) e le proteine totali crescono linearmente con la 
densità. 
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Figura 32: rette di regressioni densità – proteine totali nelle tre specie.
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Tabella 6: dati statistici delle regressioni lineari.  
3.5 Gel 
Alcuni campioni di emolinfa prelevati dai granchi sottoposti ad emersione alle 
diverse temperature, sono stati utilizzati per le corse elettroforetiche. Tra queste 
quelle più rappresentative sono state utilizzate per l’analisi densitometrica. È risultato 
evidente che in tutti i casi la maggior parte delle proteine totali è rappresentato dalle 
emocianine (70 KDa circa). In figura 33 è riportato un esempio tratto dallo stesso 
gel, rappresentante il tempo 0h di tre granchi mantenuti in acqua a 24° C ed in 
seguito trasferiti a 30° C. 
3.6 Altre osservazioni in fase sperimentale 
Durante ciascun esperimento si sono potute effettuare delle osservazioni, che 
riguardano innanzi tutto il comportamento degli animali. 
Nella specie C. aestuari sia durante l’esposizione diretta che quella graduale a 6 e 16 
PSU si sono osservati aumenti dell’attività degli animali e della loro aggressività, che 
si è manifestata prevalentemente contro gli altri individui sottoposti allo stesso 
esperimento. Al contrario durante l’esposizione a 6° C l’attività dei granchi 
diminuisce. 
Queste alterazioni comportamentali non sono invece state osservate nei gamberetti, 
nei quali invece durante l’esposizione diretta a 46 PSU si sono osservate variazioni 
della pigmentazione. 
 
 n a 
Std. Err 
a B 
Std. Err b 
r2 F p 
Std Err 
Estimate 
P.elegans 164 -66.318 4.476 0.0673 0.0041 0.6224 267.07 0.00001 1.3376 
U. pusilla 79 -74.2628 5.7762 0.074 0.00543 0.7029 185.529 0.00001 0.6682 
C. aestuarii 656 -101.76 2.453 0.101 0.00234 0.754 1853.723 0.0001 0.936 
Figura 33: corse elettrofiretiche di tre campioni di emolinfa di C. aestuarii mantenuti in acqua a 22° C (tempo
0h) ed in seguito esposti all’aria a 30° C, e densitometrie relative alle bande delle emocianine.
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4 DISCUSSIONE E CONCLUSIONI 
 
4.1 Carcinus aestuarii e Palaemon elegans: valutazione della mortalità 
La mortalità negli animali di entrambe le specie nel periodo di stabulazione, di due 
settimane prima degli esperimenti, è stata limitata a pochi casi, ed è probabilmente 
imputabile a cause intrinseche, quali ad esempio infezioni batteriche precedenti 
l’immissione degli animali nelle vasche di stabulazione. 
La variazione della salinità rispetto al valore considerato fisiologico (36 PSU) ha 
indotto mortalità durante le fasi sperimentali di C. aestuarii, un granchio che è stato 
ritrovato in alcune aree in cui la salinità oscilla tra i 36 e 39 PSU (Balkis e Kurun 
2008). In particolare, dopo 48h di esposizione diretta a 6 PSU la mortalità è del 
100%, e si riduce progressivamente durante l’esposizione alle salinità di 16 e 26 
PSU. Dai risultati ottenuti durante gli esperimenti di adattamento si può tuttavia 
concludere che, se queste condizioni di salinità vengono raggiunte gradualmente, una 
certa percentuale di granchi riesce a sopravvivere per i 14 giorni successivi. Peculiare 
è il comportamento ottenuto alla salinità di 26 PSU: mentre lo stress acuto non 
induce mortalità, la permanenza per 14 giorni dei granchi a questa salinità la porta al 
40%. 
Dai dati ottenuti risulta evidente che C. aestuarii è una specie adattata in ambienti 
paralici come gli estuari, in cui la salinità varia anche per brevi periodi in seguito a 
piene improvvise. 
Per P. elegans esposto direttamente alle diverse salinità si è osservata mortalità ma 
bassa solo a 6 e 16 PSU. Nonostante questi dati confermino l’eurialinità della specie, 
durante l’esposizione graduale (2 PSU ogni due giorni partendo da 36 PSU fino alla 
condizione definitiva) è stato notato che gli animali cominciano a morire dopo il 
sesto giorno di esposizione, ovvero dopo il passaggio a 30 PSU.  
In generale durante lo stress osmotico si sono quindi osservate le seguenti 
condizioni:  
- gamberetti che sopravvivono per almeno un giorno dopo uno sbalzo di 30 
PSU (da 36 a 6 PSU) o di 20 PSU (da 36 a 16 PSU); 
- gamberetti che dopo 6 giorni di diminuzione della salinità (da 36 a 30 PSU e 
nei passaggi successivi) muoiono; 
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- gamberetti (in minima percentuale) che comunque sopravvivono fino a 6 
PSU, raggiunti dopo 30 giorni dall’inizio dell’esperimento. 
Da questo si può concludere che 30 PSU, sebbene non sia una salinità letale sul 
breve periodo, rappresenti una soglia oltre la quale, se il tempo di esposizione 
aumenta, i gamberetti muoiono probabilmente a causa di un indebolimento dovuto a 
fattori non considerati in questo lavoro, quali ad esempio infezioni batteriche 
(Vincent et al. 2004; Ridgway et al. 2006) o fungine (Corbel et al. 2001), che vanno 
ad aggiungersi allo stress osmotico. 
Quanto appena detto ha permesso di trarre alcune conclusioni che riguardano 
Palaemon elegans. Nella definizione di “specie eurialina” non viene considerato il 
tempo di esposizione a salinità modificate. Dai dati ottenuti in questo lavoro, P. 
elegans sembra essere una specie eurialina quando la salinità varia per un breve 
periodo, ad esempio per effetto di intense piogge, mentre non lo è se i periodi di 
esposizione aumentano. 
Per quanto riguarda la temperatura per entrambe le specie, è evidente sia dagli 
esperimenti di esposizione diretta che di adattamento, che le temperature più alte 
rispetto al controllo (18° C) sono letali mentre l’esposizione a 6 o 12° C sono ben 
tollerate. Anche in altre specie è stata dimostrata la preferenza per le basse 
temperature. Nell’astice H. americanus è stato ad esempio provato che le alterazioni 
fisiologiche in risposta agli stress causati dai passaggi durante la 
commercializzazione, sono inferiori se il trasporto degli animali avviene a 6° C, 
piuttosto che a 15° C (Lorenzon et al. 2007), e che durante il mantenimento in 
laboratorio sembra avere una preferenza termica (Juri e Watson 2000) adattandosi a 
temperature comprese tra 12 e 18° C, piuttosto che quelle più alte (20-23° C) o più 
basse (al di sotto dei 10° C) (Crossin et al. 1998).  
Durante gli esperimenti di esposizione all’aria di C. aestuarii, si è visto che le basse 
temperature sono comunque ben tollerate solo in acqua: si è infatti ottenuto il 100% 
di mortalità oltre che a 30° C anche a 4° C. Come dimostrato nelle specie Jasus 
edwardsii (Morris e Oliver 1999), Panulirus interruptus (Ocampo et al. 2003) e 
Homarus americanus (Lorenzon et al. 2007), questo è probabilmente imputabile al 
doppio effetto causato da temperatura-mancanza di scambio con il mezzo. 
Il significato ecologico dei dati ottenuti è che la salinità, è un parametro che influisce 
molto sulla vitalità delle specie considerate in questo lavoro nei periodi invernali. In 
tali periodi in alcune zone come le foci dei fiumi le abbondanti piogge, aumentano 
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l’apporto di acque dolci, provocando improvvise e momentanee diminuzioni della 
salinità. La temperatura e i suoi aumenti che si verificano soprattutto in specchi 
d’acqua confinati, come gli stagni costieri o le pozze di marea, incidono invece 
maggiormente nei periodi estivi. 
4.2 C. aestuarii e P. elegans: risposte fisiologiche in seguito a modificazioni dei 
parametri ambientali 
Prima di affrontare nel dettaglio le risposte fisiologiche per C. aestuarii e per P. 
elegans vengono proposte delle tabelle riassuntive che rappresentano un’alternativa 
nella visualizzazione dei dati. 
Questo è stato fatto, vista anche la complessità ed articolazione dei dati ottenuti 
durante il lavoro, per agevolare eventuali confronti tra diverse tipologie di 
esperimento per la stessa specie e per evidenziare similitudini o diversità tra le due 
specie. 
In ogni tabella vengono riportati per ciascun parametro fisiologico e per ciascun 
esperimento l’effetto e il tempo al quale questo è stato massimo. I dati riguardanti 
l’esposizione graduale si riferiscono alle 48h successive il raggiungimento della 
condizione definitiva. Per questo motivo per le esposizioni graduali a 6 e 16 PSU di 
P. elegans, esperimenti ai quali il tasso di mortalità è stato elevato rendendo possibile 
il solo prelievo al tempo 0h, non sono stati riportai  i dati. 
Il dato relativo alle due settimane di adattamento, essendo già stato visualizzato nei 
grafici, non è stato qua riportato. 
La freccia rossa rivolta verso l’alto rappresenta un aumento del parametro fisiologico 
rispetto al tempo 0h, la freccia verde rivolta verso il basso una sua diminuzione 
rispetto al tempo 0h, e la linea gialla indica che nell’arco delle 48h non si sono avute 
variazioni. 
 
 
 
 
 
Carcinus aestuarii
Glucosio Ac. Lattico Densità Proteine tot. pH Ammoniaca Cloruri Calcio
Controllo 36 PSU                 (3h) (8h) (48h) (48h) (3h) (24h)
Step 6 PSU (3h) (24h) (48h) (48h) (24h) (3h) (24h) (24h)
Esposizione graduale 6 PSU (48h) (24h) (3h) (3h) (48h) (3h) (24h)
Step 16 PSU (3h) (3h) (48h) (48h) (24h) (3h) (24h) (24h)
Esposizione graduale 16 PSU (3h) (48h) (48h) (48h) (48h) (24h)
Step 26 PSU (3h) (24h) (48h) (48h) (24h) (3h) (24h) (24h)
Esposizione graduale 26 PSU (3h) (48h) (48h) (48h) (24h) (3h)
Step 46 PSU (3h) (8h) (48h) (3h) (24h) (24h)
Esposizione graduale 46 PSU (48h) (8h) (48h) (3h) (24h)
Palaemon elegans
Glucosio Ac. Lattico Densità Proteine tot. pH Ammoniaca Cloruri Calcio
Step 6 PSU (48h) (24h) (48h) (8h) (24h) (3h) (24h)
Step 16 PSU (3h) (8h) (48h) (8h) (24h) (3h) (24h)
Step 26 PSU (8h) (3h) (3h) (8h) (24h) (24h) (24h)
Esposizione graduale 26 PSU (8h) (3h) (8h) (3h) (24h) (3h)
Step 46 PSU (3h) (24h) (48h) (8h) (3h) (24h) (3h)
Esposizione graduale 46 PSU (3h) (24h) (3h) (3h) (3h) (3h) (3h)
Carcinus aestuarii
Glucosio Ac. Lattico Densità Proteine tot. pH
Controllo 18° C (48h) (48h)
Step 6° C (3h) (3h) (48h) (48h) (3h)
Esposizione graduale 6° C (8h) (48h) (48h) (3h)
Step 12° C (3h) (3h) (48h) (3h) (48h)
Esposizione graduale 12° C (48h) (24h) (48h) (48h)
Step 24° C (3h) (48h) (48h) (48h)
Esposizione graduale 24° C (48h) (48h) (8h) (48h)
Step 30° C (48h) (48h) (48h) (48h) (48h)
Esposizione graduale 30° C (48h) (48h) (8h) (8h)
Palaemon elegans
Glucosio Ac. Lattico Densità Proteine tot. pH
Step 6° C (3h) (3h) (3h) (3h) (48h)
Esposizione graduale 6° C (24h) (24h) (8h) (3h) (48h)
Step 12° C (48h) (3h) (3h) (48h)
Esposizione graduale 12° C (3h) (24h) (8h) (8h) (8h)
Step 24° C (8h) (24h) (24h) (24h) (3h)
Step 30° C (3h) (48h) (8h) (8h) (8h)
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4.2.1 Modificazioni della salinità e stress osmotico 
Le specie oggetto di studio trascorrono parte del loro ciclo vitale in ambienti paralici, 
come lagune ed estuari. In questi ambienti alcuni parametri ecologici subiscono 
variazioni stagionali. Ad esempio nella laguna di Grado e Marano, luogo in cui sono 
stati pescati i granchi utilizzati in questo lavoro, la salinità varia tra 1 e 40 PSU 
(http://www.arpa.fvg.it/index.php?id=187). 
È noto dalla bibliografia come le alterazioni della salinità inducano nei Crostacei 
Decapodi risposte fisiologiche quali ad esempio la variazione della permeabilità 
corporea, l’aumento della richiesta energetica, alterazioni del metabolismo proteico e 
perdita dell’equilibrio acido-base (Pèqueux 1995; Rainbow e Black 2001; Rowe 
2002; Torres et al. 2002). 
In entrambe le specie è stato osservato che la prima risposta messa in atto è la 
mobilitazione di glucosio. È questo infatti un metabolita che viene utilizzato per il 
mantenimento dei processi metabolici e che in seguito a stress fisiologico viene 
mobilitato dei siti di riserva per garantire una sufficiente quantità di ATP, e quindi di 
energia da utilizzare per il ripristino dell’omeostasi. La variazione della glicemia, che 
nei Crostacei è modulata dal cHH, un neuroormone prodotto e rilasciato dal 
complesso SG-XO posizionato nel peduncolo oculare (Govind 1992; Santos e Keller 
1993; Fanjul-Moles 2006), è stata osservata, anche in Callinectes danae (Lacerda e 
Sawaya 1986), in Crangon crangon (Spaargaren e Haefner 1987) e più recentemente 
in Neomysis integer (Verslycke e Janssen 2002), sottoposti a stress osmotico. 
In accordo con quanto trovato in Chasmagnathus granulata, i cui processi di 
gluconeogenesi nell’epatopancreas -con conseguente sintesi ed aumento della 
concentrazione di glucosio- aumentano durante l’esposizione ad ambienti diluiti 
(Oliveira e da Silva 2000), in C. aestuarii i maggiori aumenti della glicemia si sono 
osservati a 6 PSU, salinità alla quale la glicemia rimane elevata per tutta la durata 
dell’esperimento, e a 16 PSU. Le salinità 26 e 46 PSU invece non sembrano influire 
su questo parametro. Gli andamenti osservati con questa specie indicano che a 6 PSU 
viene attuato un tentativo di compensare le modificazioni ambientali. Vista però 
l’elevata mortalità osservata, la salinità estrema di 6 PSU sembra tuttavia essere al di 
fuori dell’intervallo tollerato da questa specie. E’ quindi probabile che in questo caso 
lo stress imposto induca l’alterazione di altri processi con ripercussioni su altri 
parametri fisiologici, quali ad esempio le proteine totali emolinfatiche, le cui 
variazioni sono discusse più avanti in questo paragrafo. La mobilitazione di glucosio 
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utilizzato nei processi di osmoregolazione sembra invece avere un effetto positivo 
nei granchi esposti a 16 PSU. 
In P. elegans, sempre sottoposto a step di salinità, le risposte sono state opposte 
rispetto a quelle appena discusse per i granchi, con aumenti della glicemia più elevati 
a 46 PSU e più contenuti alle altre salinità. Per questa specie si è osservato che la 
salinità 6 PSU causa incrementi costanti della glicemia, mentre a 16 e 26 PSU dopo i 
picchi iniziali, la glicemia torna ad essere prossima ai valori iniziali. In accordo con 
quanto trovato in  Neomysis integer, in cui la mobilitazione di zuccheri è maggiore in 
caso di esposizione ad ambienti ipersalini (Verslycke e Janssen 2002), sembra quindi 
che per questa specie lo sforzo metabolico sia maggiore durante gli aumenti della 
salinità piuttosto che durante le sue diminuzioni. Tuttavia dai dati riguardanti la 
mortalità e dal fatto che il glucosio viene rapidamente consumato prima della fine 
dell’esperimento, si può dedurre che P. elegans riesce a superare lo stress ipersalino 
e ad adattarsi a queste condizioni. 
L’ esposizione graduale induce variazioni di glucosio molto più contenute rispetto a 
quelle rilevate nell’esposizione diretta. 
Il fatto che la glicemia in C. aestuarii dopo il periodo di variazione costante della 
salinità rimane alta, potrebbe indicare sia che se le modificazioni delle condizioni 
esterne si prolungano nel tempo i processi di osmoregolazione necessitano di un 
maggiore apporto energetico, che il consumo degli zuccheri è necessario per 
l’adattamento a nuove condizioni. 
Per i gamberetti adattati alle diverse salinità le risposte glicemiche durante 
l’esposizione graduale sono state meno evidenti rispetto a quelle osservate per i 
granchi e più contenute rispetto a quanto visto per l’esposizione diretta. In questo 
lavoro non si sono effettuati prelievi dopo i passaggi effettuati durante l’esposizione 
graduale per il raggiungimento della salinità definitiva, ma dal confronto con i dati 
relativi agli step, sembra probabile che quando P. elegans deve affrontare costanti 
variazioni della salinità mobiliti glucosio entro periodi brevi, dopo il cambiamento 
delle condizioni esterne. Nel caso di stress iposalini estremi la quantità mobilitata 
non è probabilmente sufficiente a garantire l’adattamento, cosa che invece avviene a 
26 e 46 PSU. 
Quando lo sforzo metabolico e la richiesta di energia aumentano, si ha il passaggio 
dalla glicolisi aerobia a quella anaerobia con conseguente incremento della 
concentrazione di acido lattico (Spicer et al. 1990). Anche questo metabolita, come 
  86 
gli enzimi coinvolti nei suoi processi di sintesi, può quindi essere utilizzato come 
biomarker della fisiologia degli animali sottoposti a stress (Morris e Oliver 1999; 
Ocampo et al. 2003; Menezes et al. 2006; Elumalai et al. 2007; Lorenzon et al. 2007, 
2008). 
Durante l’esposizione di C. aestuarii a salinità modificate, l’acido lattico 
nell’emolinfa si modifica solo alle condizioni estreme di 6 e 46 PSU, mentre in P. 
elegans si sono osservate variazioni della concentrazione di questo metabolita 
esclusivamente durante l’esposizione diretta. 
In letteratura l’effetto diretto della salinità sulla latticemia è scarsamente 
documentato. Esso viene presentato come effetto secondario, assoggettato 
all’alterazione dei processi di respirazione durante stress osmotici. Sembra infatti che 
le modificazioni della salinità, causino variazioni sia della frequenza del battito degli 
scafognatiti con conseguenze sugli scambi gassosi, che del ritmo cardiaco con 
conseguenze sull’ossigenazione dei tessuti (Dufort et al. 2001; Lemos et al. 2001; 
Rosas et al. 2001). In P. elegans si è osservata iperventilazione, identificata con 
l’aumento del battito delle branchie (osservazione personale dato non presentato). È 
plausibile dunque che, anche nelle specie qui considerate, la modificazione della 
salinità, determinando sia l’aumento della richiesta di ATP che il passaggio al 
metabolismo anaerobio abbia delle ripercussioni sul flusso branchiale, identificabili 
con l’incremento della concentrazione di acido lattico. 
Come di seguito descritto (paragrafo 4.6), la densità dell’emolinfa è correlata alla 
concentrazione delle proteine totali. Questo è risultato evidente anche per gli animali 
sottoposti a stress osmotico (y=0,0875x-88,431 R2=0,601). 
È noto dalla bibliografia che le proteine emolinfatiche vengono utilizzate durante i 
processi di osmoregolazione. Nelle specie Farfantepenaeus paulensis (Lemos et al. 
2001), Litopenaeus vannamei (Rosas et al. 2001, 2002) e Neomysis integer 
(Fockedey et al. 2005) è stato infatti dimostrato che la deamminazione delle proteine 
fornisce amminoacidi liberi (FAA) che vengono utilizzati come fonte energetica nei 
processi di osmoregolazione. Infatti nei momenti di stress fisiologico, le riserve di 
glucosio possono venire rapidamente consumate e gli zuccheri forniti con la dieta 
non essere sufficienti per il sostenimento dei processi di osmoregolazione (da Silva e 
Kucharski 1992; Oliveira e da Silva 2000; Rosas et al. 2001). Gli amminoacidi, 
alimentando i processi gluconeogenetici con conseguente neosintesi di glucosio, 
potrebbero quindi essere fondamentali durante stress osmotico. In C. granulata, C. 
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maenas, M. japonicus e P. keraturus è inoltre stato evidenziato che gli FAA sono 
osmoliti fondamentali per il mantenimento degli equilibri osmotici dell’emolinfa 
(Tan e Choong 1982; Olivera e Da Silva 2000; Lee e Chen 2003). 
In questo lavoro è stato osservato che con l’esposizione diretta di C. aestuarii alle 
salinità 6, 16 e 26 PSU, sia la densità dell’emolinfa che la concentrazione delle 
proteine totali subiscono una progressiva diminuzione, mentre durante l’esposizione 
a 46 PSU la densità dell’emolinfa rimane costante e le proteine totali diminuiscono. 
Queste osservazioni sembrano confermare l’utilizzo delle proteine durante i processi 
di osmoregolazione, e di conseguenza i tentativi compiuti da questa specie di 
compensare gli stress ambientali. La discordanza degli andamenti di densità e 
proteine osservata durante lo stress ipersalino, potrebbe essere dovuta all’aumento 
della concentrazione di ioni nell’emolinfa. In effetti le concentrazioni dei cloruri e 
del calcio aumentano durante l’esposizione a 46 PSU. Gli andamenti di densità e 
proteine totali durante l’esposizione graduale dei granchi a 26 e 46 PSU sono 
paralleli a quelli osservati ai relativi step, ma i loro valori sono più alti. Da ciò si può 
dedurre che il passaggio graduale a queste salinità (tempo 0h) provochi la 
mobilitazione di proteine, che nell’arco delle 48h successive al raggiungimento della 
condizione definitiva, vengono utilizzate per i processi di osmoregolazione. Gli 
andamenti rilevati a 16 e 6 PSU potrebbero indicare che anche la permanenza a 
salinità molto basse, proprio perché si è osservata un’alternanza tra mobilitazione e 
utilizzo delle proteine, riesce ad essere superata dai granchi.  
In P. elegans esposto direttamente a salinità modificate la densità dell’emolinfa ha 
avuto diversi andamenti, mentre durante l’esposizione graduale ed in seguito ad 
adattamento sia la densità che le proteine totali diminuiscono a tutte le salinità. La 
differenza degli andamenti di proteine e densità in P. elegans osservata tra i due tipi 
di sperimentazioni indica che entro tempi brevi si ha mobilitazione delle proteine 
totali che vengono utilizzate quando le condizioni di stress si prolungano nel tempo. 
Il fatto che durante lo stress ipersalino acuto la concentrazione delle proteine totali 
abbia un andamento opposto rispetto alle altre salinità, conferma quanto già detto per 
la mobilitazione degli zuccheri, cioè che questa condizione è quella che crea 
maggiore stress fisiologico in questa specie. 
Le proteine totali nell’emolinfa sono rappresentate per l’80-90 % dalle emocianine, 
che sono i pigmenti respiratori dei Crostacei, responsabili del trasporto dell’ossigeno 
(Chen e Cheng 1995; Watt et al. 1999; Chausson et al. 2004; Giomi e Beltramini 
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2007). Sono queste proteine oligomeriche costituite da più subunità (Mangum e 
Greaves 1996; Hodgson e Spicer 2001; Giomi e Beltramini 2007), dotate di un 
nucleo rameico capace di legare reversibilmente l’ossigeno (Martin et al. 1977; 
Abdennour 1997; Spinozzi et al. 2005). 
Come appena descritto, durante lo stress osmotico le proteine dell’emolinfa, quindi le 
emocianine potrebbero subire proteolisi per i processi di mantenimento 
dell’osmolalità dei fluidi corporei, con conseguenze sull’ossigenazione dei vari 
tessuti. È noto che in condizioni di stress durante le quali si verifica una diminuzione 
della concentrazione delle emocianine, la presenza di alcuni modulatori sia organici 
che inorganici, tra cui gli aumenti del pH dell’emolinfa, agiscano in modo da 
aumentare la loro affinità con l’ossigeno (Zeis et al. 1992; Whiteley e Taylor 1997; 
Taylor et al. 2000). In questo lavoro il pH dell’emolinfa degli animali sottoposti a 
stress osmotico ha subito sempre delle variazioni. Per entrambe le specie si sono 
osservati aumenti di pH durante lo stress iposalino acuto, mentre durante 
l’esposizione graduale aumenta a 6 PSU in C. aestuarii e a 46 PSU in P. elegans. 
Il valore del pH è influenzato dalla presenza di metaboliti come acido lattico e 
ammoniaca. Nel caso degli stress osmotici, gli aumenti osservati sembrano essere 
condizionati dalla concentrazione di ammoniaca che viene prodotta in seguito alla 
deaminazione degli amminoacidi (Lee e Chen 2003; Lin et al. 2000; Weihrauch et al. 
2004). In questo lavoro è stata determinata la concentrazione dell’ammoniaca in C. 
aestuarii. Dai dati ottenuti è evidente che, durante l’esposizione diretta, le salinità 6, 
16 e 26 PSU inducono aumenti della concentrazione di ammoniaca, mentre a 46 PSU 
l’ammoniaca rimane costante. Sebbene non vi sia evidenza statistica, gli andamenti 
osservati per stress iposalini sembrano essere correlati proprio con la diminuzione 
delle proteine totali e con gli aumenti del pH. 
Data l’importanza del mantenimento degli equilibri ionici all’interno dei fluidi 
corporei per il corretto funzionamento dei processi metabolici, in questo lavoro sono 
state misurate le concentrazioni di cloruri, calcio e ione ammonio, derivato dal 
catabolismo di amminoacidi e proteine. 
Quando i Crostacei vengono esposti a salinità differenti rispetto a quelle a cui sono 
adattati, attraverso le superfici corporee ed i tessuti osmoregolatori si innescano 
movimenti ionici (Campbell e Jones 1990; Onken 1999; Rainbow e Black 2001), il 
cui scopo è quello di mantenere la loro concentrazione entro livelli fisiologici. Questi 
movimenti avvengono per diffusione passiva o per trasporto attivo grazie alla 
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presenza, sulle membrane degli ionociti delle branchie, di enzimi come la Na+/K+-
ATPasi, l’H+-ATPasi e l’anidrasi carbonica (Piller et al. 1995; Henry 2001; Henry et 
al. 2003; Ling Mo et al. 2003). È noto che stress osmotici inducono in numerose 
specie alterazioni dell’attività di questi enzimi o alterazioni nella loro 
concentrazione, al fine di mantenere nei Crostacei la capacità di controllare gli 
equilibri ionici (Charmantier 2001; Henry 2005; Serrano et al. 2007). 
Nei Crostacei osmoregolatori, esiste un intervallo di salinità entro la quale la specie è 
conforme con l’ambiente esterno. Oltre a questo intervallo, vengono innescati i 
processi di ionoregolazione (Péqueux 1995). Verificare come variano le 
concentrazione degli ioni nell’emolinfa dei Crostacei sottoposti a stress osmotico, è 
fondamentale quindi per comprendere quali siano gli intervalli di conformità, quelli 
in cui la specie innesca processi di osmo- ionoregolazione e quelli che rappresentano 
condizioni alle quali la specie non riesce a compensare. 
Durante gli esperimenti di esposizione diretta alle diverse salinità di C. aestuarii si è 
osservato che gli stress iposalini causano progressive diminuzione della 
concentrazione dei cloruri e del calcio, mentre la salinità 46 PSU causa un loro 
aumento. Da questi dati sembra che questa specie, per intervalli di salinità compresi 
tra 6 e 46 PSU, sia osmoconforme con l’ambiente esterno, se il tempo di esposizione 
è ridotto (stress acuto). 
Nei granchi Menippe mercenaria e Libinia dubia è stato osservato che le 
concentrazioni di cloro e glucosio sono correlate. Sembra infatti che a basse salinità, 
quindi a basse concentrazioni di cloro, venga stimolata l’attività dell’enzima 
epatopancreatico glucosio 6-fosfatasi fondamentale nei processi gluconeogenetici 
(Scholnick et al. 2006). La mancanza di scambi ionici attivi, e quindi il 
mantenimento della conformità, durante gli stress osmotici acuti in C. aestuarii, 
potrebbe quindi essere un adattamento associato all’aumento della richiesta 
energetica rispecchiata dal concomitante aumento della glicemia. 
Dai dati riguardanti l’esposizione graduale e l’adattamento di due settimane alle 
diverse condizioni osmotiche dei granchi, è risultato evidente che se i tempi di 
esposizione aumentano la specie mantiene la conformità a 26 e 46 PSU. A queste 
salinità le concentrazioni ioniche interne probabilmente non subiscono modificazioni 
tali da richiedere l’intervento dei processi di osmoregolazione. Al contrario a 6 e 16 
PSU vengono innescati movimenti ionici che garantiscono il mantenimento 
dell’equilibrio interno. 
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Sia la concentrazione dei cloruri che del calcio infatti dopo una prima diminuzione 
entro le 24h dal raggiungimento della salinità definitiva, che ha comunque un tenore 
inferiore rispetto a quello osservato durante gli step, aumenta avvicinandosi ai valori 
iniziali. 
Per P. elegans l’immediato trasferimento dei gamberetti a tutte le salinità 
sperimentali, ha causato aumenti nella concentrazione dei cloruri. Per quanto 
riguarda il calcio invece, la sua concentrazione è aumentata a 26 e 46 PSU ed è 
diminuita alle altre salinità. In questo caso è evidente che nella specie  si innescano 
movimenti ionici, soprattutto legati al cloro, già durante gli stress osmotici di breve 
durata. Queste conclusioni sono state confermate dagli esperimenti di esposizione 
graduale ed adattamento. 
Quindi dai dati ottenuti durante il lavoro con C. aestuarii e P. elegans trasferiti 
direttamente o gradualmente alle diverse salinità si possono trarre alcune conclusioni 
riguardanti la loro capacità di adattamento alle nuove condizioni mediante risposte 
fisiologiche omeostatiche. 
Per entrambe le specie, le risposte legate sia al metabolismo degli zuccheri che a 
quello delle proteine vengono attivate molto presto presumibilmente subito dopo la 
percezione dell’avvenuto cambiamento delle condizioni esterne. Per quanto riguarda 
la ionoregolazione si può concludere che mentre i gamberetti attivano processi di 
scambio ionico durante gli stress acuti, nei granchi questi sono ritardati ed innescati 
solo se il tempo di esposizione aumenta. 
La differenza osservata nelle risposte legate a glicemia, proteine totali ed elettroliti 
nelle due specie è riconducibile alla loro ecologia e al loro habitat. 
P. elegans, più sensibile a stress ipersalini, è una specie che si sposta tra il mare 
aperto e le lagune e che può essere esposta ad aumenti della salinità in maniera 
occasionale durante l’eventuale isolamento temporaneo dal mare (pozze di marea) 
durante i periodi estivi, quando l’evaporazione dell’acqua ne determina l’aumento 
della salinità. 
C. aestuarii è una specie fossoria, che scava tane all’interno delle quali la salinità 
può anche essere piuttosto elevata. Nonostante gli osmocettori presenti sulle superfici 
esterne dei granchi regoli, tramite meccanismi di feedback, l’omeostasi 
comportamentale quindi gli impulsi alla fuga, è questo il probabile motivo per cui 
l’aumento della salinità è fisiologicamente meglio sopportata. 
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4.2.2 Modificazioni della temperatura e stress termico 
Oltre alla salinità, la temperatura è un altro parametro che influenza sia la 
sopravvivenza che il benessere fisiologico dei Crostacei. Questo parametro 
nell’ambito degli ecosistemi costieri subisce variazioni giornaliere e stagionali, 
aggravate dalle attività antropiche. 
Come già osservato per lo stress osmotico, una delle prime risposte messe in atto sia 
da C. aestuarii che da P. elegans in seguito a modificazioni della temperatura è la 
variazione della concentrazione di glucosio. Dalla bibliografia è noto che 
l’esposizione a temperature che si discostano di molto da quelle tollerate dalla specie, 
induce la mobilitazione di questo metabolita. È stato infatti osservato in Homarus 
americanus (Lorenzon et al. 2005, 2007), in Panulirus interruptus (Ocampo et al. 
2003), in Procambarus clarkii (Zou et al. 2003) e nel gamberetto Macrobrachium 
rosenbergii (Kuo e Yang 1999) che le modificazioni della temperatura causano 
variazioni della glicemia. 
Dai dati ottenuti in seguito all’esposizione diretta dei granchi alle diverse 
temperature, è possibile concludere che quelle che inducono maggiori stress, sono 
quelle estreme di 6 e 30° C. Il significato di questi andamenti è diverso: mentre le 
mobilitazioni di glucosio durante l’esposizione a basse temperature hanno un effetto 
positivo con conseguenze sulla sopravvivenza degli animali, quelle osservate a 30° 
C, temperatura alla quale il tasso di mortalità è elevato, esprimono solo un tentativo 
di compensazione al cambiamento ambientale. In P. elegans invece le maggiori 
variazioni della concentrazione di glucosio, sono state osservate durante le 
esposizioni a 24 e 30° C. Le temperature più fredde rispetto a quella di partenza, 
sembrano non determinare stress fisiologico tale da richiedere supporti energetici. 
Questa specie, riesce infatti ad adattarsi perfettamente alle temperature fredde, ma 
non a quelle calde. Le conclusioni riguardanti le risposte glicemiche appena discusse 
per entrambe le specie, sono state confermate dagli esperimenti di esposizione 
graduale e di adattamento, durante i quali si sono tuttavia osservate variazioni meno 
marcate rispetto a quelle viste per gli esperimenti di step a temperature modificate. 
La temperatura influisce direttamente su altri parametri chimico-fisici dell’ambiente 
e principalmente sulla quantità di ossigeno disciolto, la cui pressione parziale è 
inversamente proporzionale alla temperatura dell’acqua. Quindi molto spesso per un 
animale acquatico l’aumento della temperatura significa dover fronteggiare sia lo 
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stress termico che quello ipossico, con conseguente passaggio dal metabolismo 
aerobio a quello anaerobio e relativa produzione di acido lattico (Spicer et al. 1990). 
In C. aestuarii esposto direttamente alle diverse temperature, si sono osservati 
incrementi della concentrazione di acido lattico, a 6 e 30° C. Nel primo caso, 
l’aumento si è verificato entro le 3h di esposizione, mentre nel secondo, l’aumento 
verificatosi dopo 48h di esposizione è stato causato dalla elevata variabilità della 
risposta fisiologica legata all’acido lattico negli animali sopravvissuti (vedi paragrafo 
4.3). Durante il trasferimento graduale da 18 a 30° C invece, sebbene la capacità di 
tollerare le modificazioni sia più alta rispetto al relativo esperimento di esposizione 
diretta, si è osservata un’elevata concentrazione di acido lattico nell’emolinfa dei 
granchi fino al termine dell’esperimento, avvenuto a 48h, tempo dopo il quale nessun 
animale sopravvive. Da questo si può dedurre che, in accordo con quanto descritto 
per la risposta glicemica, durante lo stress termico cronico C. aestuarii tenta di 
compensare le modificazioni ambientali senza tuttavia riuscire ad adattarsi. 
In P. elegans le maggiori variazioni della concentrazione di acido lattico si sono 
osservate a 30° C e soprattutto a 24° C, dato che conferma la suscettibilità di questa 
specie all’aumento della temperatura, e a 6° C nel caso di esposizione graduale. A 
questa temperatura alla quale non si è osservata mortalità, la richiesta metabolica 
aumenta nel corso del tempo e viene fronteggiata con il passaggio dal metabolismo 
aerobio a quello anaerobio. 
I dati qui ottenuti sono in accordo con quanto trovato in altre specie di Crostacei, tra 
cui Panulirus interruptus (Ocampo et al. 2003), Macrobrachium malconsonii 
(Selvakumar e Geraldine 2003) e Nephrops norvegicus (Ridgeway et al. 2006) in cui 
si sono osservate alterazioni della latticemia, e in H. americanus (Juri e Watson 
2000; Lorenzon et al. 2007) e P. elegans (Morris e Taylor 1985), in cui oltre alle 
variazioni nella concentrazione di acido lattico si sono osservate modificazioni 
dell’attività respiratoria e cardiaca. 
Oltre a diminuire l’ossigeno disponibile per i Crostacei, le alterazioni della 
temperatura influiscono sulla concentrazione delle proteine totali nell’emolinfa che, 
come già evidenziato nel paragrafo precedente, sono rappresentate prevalentemente 
dalle emocianine. 
In alcune specie di Crostacei è stato dimostrato che le variazioni della temperatura 
determinano alterazioni della concentrazione dell’emocianina circolante 
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nell’emolinfa (Engel et al. 2001; Sanchez et al. 2001). Come accade in queste specie 
anche in C. aestuarii e P. elegans la temperatura influenza il metabolismo proteico. 
Gli andamenti di proteine e densità in relazione alla temperatura in C. aestuarii 
indicano come alla temperatura più bassa il susseguirsi dei prelievi di emolinfa 
incide sulla concentrazione delle proteine totali, che non vengono ripristinate 
probabilmente perché la specie entra in uno stato di inattività con conseguente calo 
dell’attività metabolica. Questo è in accordo con quanto trovato  in C. maenas, in cui 
al di sotto dei 9° C l’inattività degli animali può essere ricondotta ad una 
diminuzione del metabolismo, (Cohen et al. 1995), ed è ulteriormente rafforzata dai 
dati ottenuti durante gli esperimenti di esposizione graduale dove la progressiva 
diminuzione della temperatura fino a 6° C induce un graduale calo delle proteine 
totali. La mobilitazione delle proteine alla temperatura di 24° C e il mantenimento 
della loro concentrazione durante l’esposizione a 30° C, cioè alle condizioni alle 
quali si manifesta oltre a stress termico quello legato alla carenza di ossigeno, può 
essere spiegata con la necessità di mantenere l’ossigenazione dei tessuti. 
In P. elegans durante l’esposizione diretta alle diverse temperature si sono osservati 
andamenti opposti alle temperature calde e fredde. Infatti mentre a 24 e 30° C la 
concentrazione delle proteine totali aumenta, a 6 e 12° C diminuisce. Anche in 
questo caso gli andamenti osservati possono essere ricondotti alla necessità di 
mantenere l’ossigenazione dei tessuti: la diminuzione dell’ossigeno disciolto ad 
elevate temperature potrebbe indurre la mobilitazione di emocianine. 
Gli esperimenti di esposizione sia dei granchi che dei gamberetti, sono stati effettuati 
in momenti diversi dell’anno al fine di simulare in laboratorio delle condizioni che 
rispecchiassero le condizioni climatiche negli ambienti lagunari. Per entrambe le 
specie, si sono osservate delle differenze nella concentrazione iniziale delle proteine. 
Dal momento che in alcune specie di Crostacei è stato dimostrato che esiste una 
differenza tra la concentrazione proteica nei mesi estivi ed invernali (daSilva-
Castiglioni et al. 2007; Dutra et al. 2008), anche in C. aestuarii e P. elegans le 
differenze osservate potrebbero essere legate alla stagionalità. 
In C. aestuarii è stato osservato che le proteine totali sono più elevate nei periodi 
tardo invernali, durante i quali si sono effettuati gli esperimenti a 6° C, diminuiscono 
drasticamente durante il periodo primaverile – estivo durante il quale si sono 
effettuati gli esperimenti a 24 e 30° C e si è creato il gruppo di controllo mantenuto a 
18° C, tornano ad aumentare leggermente in autunno, dato riscontrato durante gli 
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esperimenti di esposizione a 12° C. Viceversa per i gamberetti appartenenti alla 
specie P. elegans, le concentrazioni maggiori di proteine sembrano essere legate ai 
periodi caldi, mentre durante i mesi freddi la loro concentrazione è 
significativamente inferiore. Per entrambe le specie le differenze appena descritte 
sono probabilmente riconducibili al ciclo vitale: i granchi infatti si riproducono in 
febbraio, mentre i gamberetti nel periodo estivo. Durante questi periodi 
probabilmente la concentrazione delle proteine aumenta per un correlato aumento 
delle vitellogenine, le proteine responsabili dello sviluppo ovarico nelle femmine dei 
Crostacei (Tsukimura 2001; Raviv et al. 2006). 
L’alterazione della temperatura oltre a variare la concentrazione delle proteine totali 
causa la destabilizzazione della struttura delle emocianine e la diminuzione della loro 
capacità di legare l’ossigeno (Morris e Bridges 1985; Whiteley e Taylor 1997; 
Adamczewska e Morris 1998; Taylor et al. 2000). È stato inoltre ampiamente 
dimostrato che esistono numerosi modulatori sia organici che inorganici che hanno il 
doppio effetto di mantenere la stabilità delle emocianine e di aumentarne l’affinità 
con l’ossigeno. Tra i primi modulatori organici presi in esame durante gli stress 
ambientali, c’è l’acido lattico (Truchot 1980; McMahon 2001; Giomi e Beltramini 
2007), mentre tra quelli inorganici c’è il pH dell’emolinfa (Zeis et al. 1992; 
Adamczewska e Morris 1998; Taylor et al. 2000; Bridges 2001; McMahon 2001). 
In questo lavoro, a differenza di quanto osservato in H. americanus, in cui il pH varia 
in maniera inversamente proporzionale alla temperatura (Qadri et al. 2007), si sono 
osservate sia in C. aestuarii che in P. elegans aumenti del valore del pH 
dell’emolinfa durante l’esposizione a 12, 24 e 30° C. Nei granchi il trasferimento 
graduale da 18 a 30° C è l’unico che causa un’iniziale diminuzione del valore di pH. 
Questo andamento è spiegato dall’acidificazione dell’emolinfa indotta dal 
concomitante aumento dell’acido lattico. 
Questi incrementi sono probabilmente correlati al mantenimento della stabilità delle 
emocianine e della loro capacità di legare l’ossigeno. A parte nei casi in cui il pH è 
evidentemente influenzato da un’elevata concentrazione di acido lattico, l’alcalosi 
metabolica è probabilmente dovuta all’attivazione di un meccanismo tampone, 
messo in atto proprio per il mantenimento della funzionalità delle emocianine. 
Sebbene il sistema tampone prevalentemente attivato negli animali sia quello legato 
ai carbonati, è probabile che durante gli stress termici sia la produzione di 
ammoniaca a causare innalzamenti del pH dell’emolinfa. I Crostacei sono infatti 
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ammoniotelici, e come prodotto di scarto derivato dal catabolismo delle proteine 
producono ammoniaca (Durand et al., 1998; 2000; Lee e Chen 2003; Weihrauch et 
al. 2004). Confrontando i dati relativi alla concentrazione delle proteine totali e al pH 
nello stesso gruppo di animali risulta evidente che la produzione di ammoniaca 
avvenga a carico di proteine diverse da quelle emolinfatiche: a temperature estreme, 
come ad esempio a 30° C sebbene rimanga elevata la concentrazione delle proteine 
totali, aumenta anche il valore del pH. 
In seguito al lavoro effettuato con le specie C. aestuarii e P. elegans trasferiti 
direttamente o gradualmente alle diverse temperature, si possono trarre le seguenti 
conclusioni. Sia dall’analisi dei dati di mortalità che da quelli riguardanti 
l’esposizione diretta e graduale a temperature modificate è evidente che per entrambe 
le specie 12° C non rappresenta una temperatura che determina stress fisiologico. 
Non si sono infatti osservate variazioni elevate dei parametri fisiologici, e quando si 
sono verificate sono servite per la compensazione dei cambiamenti ambientali e per 
la sopravvivenza a nuove condizioni. La temperatura 30° C sia per i granchi che per i 
gamberetti è una condizione che non viene tollerata, e nonostante si siano verificate 
risposte fisiologiche che dimostrano il tentativo di fronteggiare lo stress termico, gli 
animali non si adattano. Lo stress termico causato dall’esposizione a 24° C è meglio 
superato dai granchi piuttosto che dai gamberetti. Infine alla temperatura più bassa, i 
gamberetti mettono in atto risposte fisiologiche che determinano sia il superamento 
delle alterazioni metaboliche che l’adattamento, i granchi tendono a diminuire il loro 
metabolismo. 
Anche per lo stress termico, come quello osmotico, si sono osservate delle differenze 
nelle risposte fisiologiche messe in atto dalle due specie. Spesso alla stessa 
temperatura si sono osservati andamenti opposti degli stessi parametri fisiologici. 
Questa differenza è probabilmente legata al diverso ciclo vitale delle due specie, 
caratterizzato da differenti momenti riproduttivi. 
4.2.3 Emersione 
Nelle zone costiere, durante i periodi di bassa marea, i Crostacei possono rimanere 
isolati in pozze di marea ed essere sottoposti a periodi di diminuzione dell’ossigeno 
disponibile. In questo lavoro, i granchi appartenenti alla specie C. aestuarii sono stati 
sottoposti ad esperimenti di emersione per verificare quali siano le risposte 
fisiologiche legate ad ipossia. 
  96 
Prolungate esposizioni all’aria causano in numerose specie di Crostacei alterazioni 
del metabolismo respiratorio identificabile attraverso alcuni biomarkers fisiologici, 
tra cui il glucosio e l’acido lattico (Taylor e Spicer 1987; Morris e Oliver 1999; Watt 
et al. 1999; Speed et al. 2001; Morris 2002). Il significato della mobilitazione di 
glucosio e della produzione di acido lattico, in seguito al passaggio dalla glicolisi 
aerobia a quella anaerobia, è già stato precedentemente descritto per gli esperimenti 
di modificazione di salinità o temperatura: entrambi questi metaboliti vengono 
mobilitati o sintetizzati per il rifornimento energetico durante momenti in cui la 
richiesta metabolica aumenta, quindi durante momenti di stress.  
I ristati qui ottenuti in C. aestuarii, concordano con quelli ottenuti in Munida rugosa 
e Liocarcinus depurator in cui glucosio e acido lattico subiscono variazioni in 
seguito ad emersione (Bergmann et al. 2001) e confermano l’importanza di questi 
metaboliti nelle risposte all’ipossia. Entrambi i parametri infatti hanno subito 
incrementi significativi ed è stato inoltre osservato che, come in altre specie di 
Crostacei (Morris e Oliver 1999; Ocampo et al. 2003; Lorenzon et al. 2007), la 
combinazione di temperatura ed emersione influisce sul tenore delle risposte. Le 
condizioni che hanno causato i maggiori incrementi di glucosio e acido lattico sono il 
passaggio in ambiente subaereo a 30° C e a 24° C partendo da vasche rispettivamente 
riempite con acqua a 22 e 18° C. L’accumulo di acido lattico in seguito a questo tipo 
di stress è probabilmente responsabile dell’elevata mortalità osservata in questi 
gruppi. Durante il trasferimento dei granchi in ambiente subaereo a 18° C partendo 
da acqua alla stessa temperatura, si sono osservati aumenti costanti sia della glicemia 
che della latticemia, per tutta la durata dell’esperimento. Nonostante questo, visto 
che in questo gruppo la totalità dei granchi riesce a sopravvivere, gli zuccheri 
vengono utilizzati con successo per il mantenimento dell’omeostasi durante un 
periodo di stress. È noto che prolungati periodi di esposizione a condizioni ipossiche 
o anossiche, causano anche in P. elegans evidenti aumenti sia della glicemia che 
dell’acido lattico (Taylor e Spicer 1987). 
Un’ulteriore risposta messa in atto sia dai granchi che durante l’emersione è la 
variazione delle proteine totali, rappresentate dalle emocianine. 
Le emocianine, come già discusso, sono i pigmenti respiratori, e sono responsabili 
del trasporto dell’ossigeno verso tutti i tessuti (Chausson et al. 2004; Giomi e 
Beltramini 2007). Nello scampo Nephrops norevgicus e nel gamberetto Crangon 
crangon esposti a condizioni di ipossia è stato evidenziato un aumento delle 
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emocianine (Giomi e Beltramini 2007), ed in altri Crostacei i risultati sono stati 
analoghi (Mangum 1994; Mangum e McKenney 1996; Mangum e Joy 1997; Engel et 
al. 2001; Sanchez et al. 2001). I risultati ottenuti in C. aestuarii durante questo 
lavoro di ricerca non sono in accordo con quanto trovato in bibliografia. Infatti in 
tutti i gruppi, si sono osservate diminuzioni sia della densità che delle proteine 
dell’emolinfa che potrebbero essere collegate con l’utilizzo di queste ultime nei 
processi di osmoregolazione. Come già sottolineato nel paragrafo in cui sono stati 
discussi gli stress osmotici, la proteolisi delle proteine dell’emolinfa libera 
amminoacidi che vengono utilizzati per il mantenimento dell’osmolalità 
dell’emolinfa (Lemos et al. 2001; Rosas et al. 2001, 2002; Fockedey et al. 2005). 
L’emersione infatti provoca sia alterazioni nella volemia corporea che nei processi di 
ionoregolazione, con ripercussioni sull’osmolalità dell’emolinfa. In Ucides cordatus 
e in Carcinus maenas infatti sono state osservate alterazioni dei processi di 
escrezione, con ripercussioni sia sull’equilibrio idrico che sul bilancio ionico (Harris 
et al. 1993). 
Associati alla diminuzione delle proteine totali si sono osservati in tutti i gruppi 
esposti all’aria aumenti del valore del pH dell’emolinfa, probabilmente dovuti 
proprio all’accumulo di ammoniaca nell’emolinfa. È infatti stato dimostrato che in 
Maia squinado esposta all’aria aumenta la quantità di ammoniaca accumulata 
nell’emolinfa (Durand et al. 2000), e in Cancer pagurus la quantità di urina escreta 
varia tra granchi mantenuti in acqua e in granchi mantenuti in ambiente subaereo 
(Regnault 1992). Le variazioni sia della capacità escretorie ma soprattutto 
dell’accumulo di ammoniaca, che viene scambiata a livello dei tessuti 
osmoregolatori, in particolare a livello delle branchie grazie alla presenza di pompe 
di scambio (Weihrauch et al. 2002), potrebbe dimostrare che l’emersione ha 
influenza sugli scambi ionici (Durand et al. 2000). In effetti in questo lavoro si sono 
osservate alterazioni nelle concentrazioni di cloruri e calcio durante l’emersione di  
C. aestuarii. A parte nel gruppo trasferito da acqua a 18° C ad ambiente subaereo a 
18° C, cioè nel gruppo in cui gli animali meglio reagiscono allo stress e in cui i 
cloruri hanno andamento molto simile a quello osservato nel controllo, in tutti gli 
altri gruppi sperimentali dopo un’iniziale diminuzione si è verificato un loro 
aumento. Analogamente durante il corso degli esperimenti il calcio tende ad 
accumularsi nell’emolinfa. 
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4.3 Casi individuali 
I dati fisiologici appena discussi, hanno sempre riguardato le medie dell’intero 
gruppo sperimentale. Per alcuni casi però è opportuno specificare l’andamento di 
casi individuali, in cui la risposta fisiologica è stata concorde con quella degli altri 
individui dello stesso gruppo, ma con un’ intensità maggiore. 
Nel caso ad esempio dell’esposizione graduale alla salinità 46 PSU, al tempo 8h, la 
media dell’acido lattico è stata 6,70 ± 4,23 es mg dL-1 (fig. 4D). L’ampiezza 
dell’errore standard è determinato dalla deviazione rispetto alla media di un unico 
individuo in cui l’acido lattico aumenta fino alla concentrazione di 44,7 mg dL-1 e 
questo animale non sopravvive fino al prelievo del tempo successivo. Nello stesso 
gruppo, si sono avuti sia granchi che sono sopravvissuti fino alla fine 
dell’esperimento che granchi che muoiono prima del suo termine, senza che vi 
fossero aumenti di questo metabolita. Di seguito sono riportati gli esempi appena 
descritti. 
 
Ac. Lattico 0h 3h 8h 24h 48h 14d 
1 5,9 3,4 2,5 1,7 3,0   
2 2,1 2,2 4,0       
3 4,0 5,6 3,2 5,2 9,4 1,8 
4 2,9 13,6 44,7       
 
Questi andamenti possono essere ricondotti a due motivazioni. Da un lato esiste per 
ciascun parametro fisiologico un ampio spettro di risposte possibili, che sono alla 
base della variabilità individuale di ogni specie animale. Dall’altro, il fatto che 
l’acido lattico aumenta notevolmente in un solo individuo, può essere spiegato con le 
conoscenze bibliografiche che dimostrano che la sua concentrazione può essere 
alterata da numerosi fattori, oltre allo stress osmotico, tra cui la competizione che si 
instaura con altri individui (Huntingford et al. 1995), in questo caso mantenuti nelle 
stesse vasche sperimentali. 
Altri casi anomali si sono osservati durante l’esposizione di C. aestuarii a 30° C (fig. 
11A e B). In questo caso sia la glicemia che l’acido lattico aumentano in uno solo dei 
tre individui sopravvissuti dopo 48h di esposizione. Anche in questo caso le 
spiegazioni possono essere quelle appena discusse per l’esempio precedente, ma 
vista la criticità del fattore stressogeno, che si riflette sia sulla mortalità che sul 
coinvolgimento di più parametri fisiologici, è più probabile che la variabilità 
  99 
osservata possa essere ricondotta ad un mancanza di compensazione e di ripristino 
dell’omeostasi. 
4.4 Altre osservazioni effettuate in fase sperimentale 
Durante ciascuna fase sperimentale, oltre alla determinazione della mortalità e alla 
misurazione dei parametri fisiologici, si sono effettuate delle osservazioni per 
monitorare lo stato generale degli animali. 
Come già osservato in precedenti lavori, le modificazioni della salinità provocano 
alterazioni del comportamento, ed in particolare in Carcinus maenas si sono 
osservati incrementi nell’attività motoria (McGaw et al. 1999), mentre nello 
Stomatopode Squilla mantis e nel Decapode Astacus leptodactylus si è osservato 
l’aumento dell’aggressività (Martinis 2003). Quest’ ultimo effetto sembra essere 
stato riconfermato in questo lavoro nel granchio C. aestuarii. Sia durante 
l’esposizione diretta a 6 e 16 PSU che durante i periodi di diminuzione graduale della 
salinità, si sono osservati aumenti dell’attività degli animali e della loro aggressività. 
Il comportamento nei Crostacei è mediato da alcuni neurotrasmettitori, tra cui la 
serotonina (5-HT). È stato dimostrato che elevate concentrazioni di questa 
bioammina nell’emolinfa determinano aumenti dell’aggressività di alcune specie di 
Decapodi (Edwards e Kravitz 1997; Sneddon et al. 1999). È inoltre noto che questo 
neurotrasmettitore modula il rilascio di cHH, l’ormone iperglicemizzante dei 
Crostacei, influendo quindi sulle risposte glicemiche (Santos et al. 2001; Lorenzon et 
al. 2004a). 
Le osservazioni qui fatte danno un’indicazione sul ruolo ecologico della 5-HT: il suo 
duplice effetto è preparatorio sia per possibili spostamenti, che richiedono energia in 
aggiunta a quella consumata nei processi osmoregolatori, che per eventuali 
atteggiamenti di difesa da predatori o competitori. 
In C. aestuarii è stato osservato che durante le due settimane di adattamento alla 
temperatura 6° C, sia l’attività motoria che e l’alimentazione degli animali si 
riducono (osservazioni personali dati non riportati). Questa osservazione sembra 
confermare da un lato le conclusioni raggiunte da Cohen et al., (1995) in Carcinus 
maenas, in cui richiesta metabolica e la predazione diminuiscono rispettivamente al 
di sotto di 6° e 9° C, dall’altro il fatto che la temperatura influisce sul comportamento 
dei Crostacei (Crossin et al. 1998; Juri e Watson III 2000). Le informazioni 
bibliografiche al riguardano sono molto scarse, e riguardano poche specie tra cui 
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l’astice Homarus americanus (Crossin et al. 1998). È necessario dunque prendere in 
considerazione questo aspetto dei Crostacei per definirne meglio l’etoecologia. 
In Palaemon elegans non è stata osservata nessuna alterazione del comportamento in 
seguito a modificazioni dei parametri ambientali, al contrario i gamberetti sembrano 
entrare in uno stato di quiescenza. Questo comportamento trova accordo con quanto 
osservato da Taylor e Spicer (1987) durante l’esposizione di questa specie ad 
ambienti ipossici. 
Durante i periodi di esposizione prolungata alla salinità 46 PSU però si sono 
osservate però delle anomalie nella pigmentazione dei gamberetti (fig. 34). 
 
A   B 
Figura 34: in A gamberetti mantenuti a 36 PSU, in B gamberetti esposti gradualmente a 46 PSU con 
anomalie della pigmentazione. 
 
I cambiamenti fisiologici del colore sono tipici dei Crostacei, come di altri animali, e 
si verificano in seguito a stimolazioni ambientali (Nery e Castrucci 1997). I 
meccanismi che determinano gli spostamenti centripeti e centrifughi dei granuli 
cromatofori, tipici delle cellule dei tegumenti esterni, si innescano sotto stimolazione 
di due ormoni prodotti dal complesso ghiandola del seno/organo-X nel peduncolo 
oculare: il pigment concentrating hormone (PCH) e il pigment dispersing hormone 
(PDH). Questo potrebbe far supporre che lo stress iperosmotico causi in P. elegans 
degli scompensi ormonali. 
Dalla bibliografia è noto che la concentrazione del calcio, soggetto a 
ionoregolazione, è coinvolto nei processi di cambiamenti del colore (McNamara e 
Ribeiro 2000). Nonostante questo le informazioni al riguardo sono però scarse, e 
ulteriori studi dovrebbero essere condotti per spiegare la correlazione tra 
cambiamenti fisiologici del colore e stress ambientali. 
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4.5 Upogebia pusilla 
Prima di impostare il disegno sperimentale per questa specie mai utilizzata presso i 
laboratori universitari, è stato necessario cercare le condizioni di stabulazione ideali, 
che garantissero cioè sia la sopravvivenza che buone condizioni fisiologiche dei 
gamberetti. 
Partendo dal presupposto che U. pusilla è specie fossoria si è tentato di controllare 
soprattutto la quantità di substrato presente sul fondo delle vasche, l’areazione 
dell’acqua e l’illuminazione.  
Nonostante i gamberetti siano sopravvissuti più a lungo nelle vasche 
prevalentemente riempite con acqua, rispetto a quelle in cui era maggiore lo spessore 
di sabbia sul fondo, la morte degli animali è sempre verificata entro 5 giorni dalla 
loro immersione nelle vasche.  
Parallelamente alle prove per la stabulazione, si è voluto verificare il numero di 
prelievi di emolinfa, la quantità prelevabile e a che distanza di tempo senza indurre 
eccessivo stress fisiologico. Anche in questo caso, indipendentemente dalla quantità 
di emolinfa prelevata, il 100% di mortalità si è osservata entro 3h. Da queste prove si 
può concludere che U. pusilla è una specie difficilmente stabulabile, e con le 
strutture a noi disponibili non utilizzabile all’interno di un disegno sperimentale. 
Dagli ulteriori gruppi creati per ottenere le prime informazioni sulla fisiologia di 
questa specie e sulle risposte maggiormente implicate nel caso di stress, è risultato 
evidente che, sia la sola manipolazione (gamberetti mantenuti in acqua) che il 
mantenimento all’aria, si riflette sul metabolismo degli zuccheri e sul metabolismo 
anaerobio. I significativi aumenti di acido lattico in questa specie, sono infatti stati 
osservati in altri talassinidi (Pritchard e Eddy 1979; Zebe 1981). 
4.6 Correlazioni densità – proteine totali e corse elettroforetiche 
In questa tesi è stato dimostrato che nelle specie C. aestuarii e P. elegans sia lo stress 
osmotico, che quello termico, che quello legato all’emersione causano variazioni 
nella concentrazione delle proteine totali. Questo stesso effetto è stato dimostrato in 
altri Crostacei (Mangum 1994; Mangum e McKenney 1996; Mangum e Joy 1997; 
Juri e Watson 2000; Engel et al. 2001; Lemos et al. 2001; Rosas et al. 2001, 2002; 
Sanchez et al. 2001; Ocampo et al. 2003; Selvakumar e Geraldine 2003; Fockedey et 
al. 2005; Rdigeway et al. 2006; Lorenzon et al. 2007, 2008). 
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La determinazione delle proteine totali può dunque essere fondamentale per la 
valutazione dello stato di salute dei Crostacei sottoposti a condizioni di stress. Dai 
risultati ottenuti, le proteine totali dell’emolinfa di tutte e tre le specie, misurate con 
metodo fotometrico, risultano altamente correlate alla densità dell’emolinfa, misurata 
mediante l’uso di un refrattometro (fig. 32). 
Come sottolineato in un nostro recente lavoro, effettuato su diverse specie di 
crostacei, (Lorenzon et al. in press) questo risultato è importante, oltre che per il 
significato fisiologico, anche dal punto di vista metodologico. L’utilizzo del 
refrattometro ottico infatti, utilizzato per la misurazione della densità, è infatti pratico 
e veloce e meno costoso rispetto ai metodi colorimetrici di laboratorio tipicamente 
usati per la determinazione della concentrazione delle proteine totali. Quindi 
l’utilizzo della rifrattometria per la quantificazione delle proteine offre un valido 
strumento da utilizzare in campo non avendo inoltre esigenze particolari di pre-
trattamento del campione. 
Le corse elettroforetiche effettuate con l’emolinfa di C. aestuarii esposto all’aria, 
hanno evidenziato in tutti i casi che le proteine totali sono rappresentate per la 
maggior parte dalle emocianine. Questo conferma ciò che è già stato affermato per 
altre specie di Crostacei (Chen e Cheng 1995; Watt et al. 1999; Chausson et al. 2004; 
Lorenzon et al. 2007), ovvero che le emocianine rappresentano l’80-90% delle 
proteine totali nell’emolinfa. 
L’analisi densitometrica del pattern elettroforetico dell’emolinfa è un metodo semi 
quantitativo dal quale di volta in volta si può ottenere la frazione rappresentante le 
emocianine. L’acquisizione di dati in questo senso, potrebbe aggiungere alla 
correlazione tra densità e proteine totali, quella tra densità ed emocianine. In basso è 
riportato un esempio di densitometria. 
In questo lavoro si è provato a effettuare la densitometria di gel colorati in blu di 
Coomassie. Dal momento che questo tipo di colorazione non è molto sensibile e che 
evidenzia bande diverse dalle emocianine solo nel caso in cui la concentrazione delle 
proteine totali è elevata, una migliore resa del metodo potrebbe essere raggiunta 
utilizzando la colorazione argentica. 
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4.7 Domande aperte 
Il lavoro svolto ha portato a rispondere ad alcune domande, sia ecologiche che 
ecofisiologiche. Nonostante questo si sono aperti nuovi quesiti. 
In questo lavoro infatti si sono considerate le risposte fisiologiche in seguito al 
passaggio delle specie considerate dalle condizioni di stabulazione, considerate 
fisiologiche, a condizioni ambientali modificate. Non si è invece esaminato cosa 
accade durante il recupero, quindi durante il ripristino delle condizioni fisiologiche 
dopo un periodo di stress. 
Un altro aspetto che dovrebbe essere approfondito è quello etologico. Andrebbero 
quindi acquisite informazioni che riguardano le interazioni che intercorrono tra le 
specie e i loro predatori, durante effettivi momenti di stress ambientale. 
È noto infine che le alterazioni dei parametri chimico-fisici dell’acqua modifichino il 
comportamento delle sostanze inquinanti. Nell’ambito di uno studio ecologico che 
riguarda le reti trofiche questo lavoro potrebbe essere uno spunto per un’indagine 
ecotossicologica (bioaccumulo) ed ecologica (biomagnificazione). 
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6. APPENDICE 
Carcinus aestuarii 
 
36 PSU 0h 3h 8h 24h 48h 
Media 5,10 6,70 5,60 5,30 5,80 
Es 0,50 1,12 0,64 0,52 0,42 
 
     
6 PSU 0h 3h 8h 24h  
Media 3,80 6,10 6,20 6,00  
Es 0,59 0,98 0,76 1,15  
 
     
16 PSU 0h 3h 8h 24h 48h 
Media 4,20 5,50 5,10 4,30 4,33 
Es 0,77 0,86 0,59 0,47 0,47 
 
     
26 PSU 0h 3h 8h 24h 48h 
Media 4,20 4,60 4,00 4,10 4,00 
es 0,51 1,09 0,93 0,41 0,49 
      
46 PSU 0h 3h 8h 24h 48h 
media 3,10 3,70 3,00 2,56 2,00 
es 0,41 0,33 0,33 0,24 0,00 
 
Tav. 1A: medie ed errori standard di glicemia (mg dL-1) durante l’Esposizione diretta 
alle diverse salinità. 
 
36 PSU 0h 3h 8h 24h 48h 
media 3,10 2,90 2,51 2,85 2,65 
es 0,27 0,32 0,37 0,38 0,44 
      
6 PSU 0h 3h 8h 24h  
media 3,16 3,47 3,52 3,57  
es 0,26 0,36 0,39 0,32  
      
16 PSU 0h 3h 8h 24h 48h 
media 3,34 3,59 3,16 3,26 2,81 
es 0,25 0,35 0,26 0,24 0,25 
 
     
26 PSU 0h 3h 8h 24h 48h 
media 3,45 3,54 3,52 3,86 3,54 
es 0,36 0,22 0,39 0,39 0,36 
      
46 PSU 0h 3h 8h 24h 48h 
media 3,28 3,79 4,28 3,77 3,44 
es 0,23 0,43 0,42 0,51 0,73 
 
Tav. 1B: medie ed errori standard di acido lattico (mg dL-1) durante l’Esposizione 
diretta alle diverse salinità. 
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36 PSU 0h 3h 8h 24h 48h 
media 1045,90 1043,20 1040,56 1039,50 1037,00 
es 4,06 3,34 2,08 2,95 2,16 
      
6 PSU 0h 3h 8h 24h  
media 1048,60 1041,60 1037,40 1030,29  
es 4,21 4,14 4,02 3,04  
 
     
16 PSU 0h 3h 8h 24h 48h 
media 1052,40 1043,80 1040,20 1036,20 1035,33 
es 4,77 4,21 4,61 3,63 3,80 
      
26 PSU 0h 3h 8h 24h 48h 
media 1046,00 1042,20 1041,20 1039,80 1038,00 
es 3,98 4,03 4,41 5,65 4,06 
      
46 PSU 0h 3h 8h 24h 48h 
media 1048,60 1047,40 1048,00 1048,89 1045,60 
es 2,21 1,93 2,29 2,36 3,31 
 
Tav. 1C: medie ed errori standard della densità dell’emolinfa (g L-1) durante 
l’Esposizione diretta alle diverse salinità. 
 
36 PSU 0h 3h 8h 24h 48h 
media 2,68 2,44 2,06 2,19 1,73 
es 0,46 0,42 0,21 0,31 0,24 
 
     
6 PSU 0h 3h 8h 24h  
media 3,30 2,78 2,92 2,27  
es 0,51 0,45 0,48 0,32  
 
     
16 PSU 0h 3h 8h 24h 48h 
media 3,22 2,79 2,68 2,33 2,09 
es 0,52 0,42 0,55 0,48 0,46 
      
26 PSU 0h 3h 8h 24h 48h 
media 2,52 1,92 1,71 1,51 1,94 
es 0,51 0,43 0,54 0,44 0,39 
      
46 PSU 0h 3h 8h 24h 48h 
media 2,40 2,12 1,80 2,04 1,67 
es 0,30 0,29 0,19 0,26 0,33 
 
Tav. 1D: medie ed errori standard della concentrazione di proteine totali nell’emolinfa 
(g dL-1) durante l’Esposizione diretta alle diverse salinità. 
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36 PSU 0h 3h 8h 24h 48h 
media 7,83 7,80 7,72 7,77 7,76 
Es 0,06 0,03 0,07 0,05 0,02 
 
     
6 PSU 0h 3h 8h 24h  
media 7,68 7,90 8,18 8,29  
es 0,05 0,08 0,06 0,04  
 
     
16 PSU 0h 3h 8h 24h 48h 
media 7,82 7,91 8,06 8,08 7,99 
es 0,04 0,04 0,03 0,02 0,02 
      
26 PSU 0h 3h 8h 24h 48h 
media 7,84 7,89 7,88 7,95 7,88 
es 0,02 0,03 0,03 0,03 0,07 
      
46 PSU 0h 3h 8h 24h 48h 
media 7,90 7,89 7,89 7,85 7,87 
es 0,02 0,02 0,02 0,01 0,02 
 
Tav. 1E: medie ed errori standard dei valori di pH durante l’Esposizione diretta alle 
diverse salinità. 
 
36 PSU 0h 3h 24h 
media 0,19 0,25 0,12 
es 0,04 0,08 0,01 
    
6 PSU 0h 3h 24h 
media 0,17 0,34 0,21 
es 0,02 0,05 0,01 
    
16 PSU 0h 3h 24h 
media 0,21 0,31 0,30 
es 0,02 0,05 0,08 
    
26 PSU 0h 3h 24h 
media 0,16 0,28 0,25 
es 0,01 0,05 0,04 
    
46 PSU 0h 3h 24h 
media 0,19 0,16 0,18 
es 0,02 0,02 0,02 
 
Tav. 1F: medie ed errori standard della concentrazione di ammoniaca (mmoL L-1) 
nell’emolinfa durante l’Esposizione diretta alle diverse salinità. 
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36 PSU 0h 3h 24h 
media 8,21 8,01 8,40 
es 0,36 0,29 0,26 
    
6 PSU 0h 3h 24h 
media 9,29 7,51 4,20 
es 0,30 0,29 0,31 
 
   
16 PSU 0h 3h 24h 
media 9,31 8,27 7,41 
es 0,28 0,26 0,37 
    
26 PSU 0h 3h 24h 
media 8,92 8,31 7,88 
es 0,20 0,23 0,12 
    
46 PSU 0h 3h 24h 
media 8,82 9,59 10,16 
es 0,22 0,22 0,22 
 
Tav. 1G: medie ed errori standard della concentrazione dei cloruri (mmoL L-1) 
nell’emolinfa  durante l’Esposizione diretta alle diverse salinità. 
 
36 PSU 0h 3h 24h 
media 13,11 12,35 14,51 
es 0,66 0,61 0,55 
    
6 PSU 0h 3h 24h 
media 13,04 12,56 4,51 
es 0,40 0,55 0,13 
 
   
16 PSU 0h 3h 24h 
media 13,03 12,77 9,64 
es 0,95 0,69 0,54 
    
26 PSU 0h 3h 24h 
media 14,07 13,07 11,49 
es 0,49 0,38 0,74 
    
46 PSU 0h 3h 24h 
media 13,79 14,80 16,04 
es 0,31 0,28 0,42 
 
Tav. 1H: medie ed errori standard della concentrazione del calcio (mmoL L-1) 
nell’emolinfa durante l’Esposizione diretta alle diverse salinità. 
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6 PSU 0h 3h 8h 24h 48h 14d 
media 4,10 4,40 4,70 4,30 5,00 4,75 
es 0,69 0,64 0,42 0,42 0,76 1,03 
 
      
16 PSU 0h 3h 8h 24h 48h 14d 
media 7,10 8,60 5,50 5,80 7,78 5,20 
es 0,62 0,79 0,22 0,53 0,55 1,02 
 
      
26 PSU 0h 3h 8h 24h 48h 14d 
media 5,40 6,70 5,30 5,30 6,10 4,33 
es 0,58 0,78 0,68 0,50 0,64 0,76 
       
46 PSU 0h 3h 8h 24h 48h 14d 
media 4,80 4,20 5,10 6,14 6,86 3,83 
es 1,10 1,06 0,75 1,16 1,44 0,91 
 
Tav. 2A: medie ed errori standard di glicemia (mg dL-1) durante l’Esposizione graduale 
alle diverse salinità. 
 
6 PSU 0h 3h 8h 24h 48h 14d 
media 21,28 21,17 20,05 16,48 17,46 18,33 
es 0,37 0,38 0,90 1,09 0,94 1,13 
       
16 PSU 0h 3h 8h 24h 48h 14d 
media 1,86 2,46 2,42 2,37 2,58 2,42 
es 0,11 0,09 0,18 0,22 0,19 0,09 
 
      
26 PSU 0h 3h 8h 24h 48h 14d 
media 2,21 2,05 3,27 3,37 3,11 2,47 
es 0,21 0,21 0,82 0,56 0,45 0,15 
       
46 PSU 0h 3h 8h 24h 48h 14d 
media 3,39 3,87 6,70 3,39 3,46 3,33 
es 0,50 1,14 4,23 0,80 1,01 0,62 
 
Tav. 2B: medie ed errori standard di acido lattico (mg dL-1) durante l’Esposizione 
graduale alle diverse salinità. 
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6 PSU 0h 3h 8h 24h 48h 14d 
media 1020,80 1039,70 1039,10 1035,10 1033,29 1028,75 
es 1,37 3,08 3,22 3,08 3,44 4,68 
 
      
16 PSU 0h 3h 8h 24h 48h 14d 
media 1044,10 1040,60 1040,40 1040,00 1040,44 1035,20 
es 4,16 3,46 3,74 3,66 3,60 1,96 
       
26 PSU 0h 3h 8h 24h 48h 14d 
media 1054,40 1051,10 1048,50 1051,70 1047,20 1047,33 
es 4,62 3,53 2,88 3,62 3,62 4,07 
       
46 PSU 0h 3h 8h 24h 48h 14d 
media 1062,50 1059,00 1057,50 1057,43 1057,29 1055,67 
es 4,23 3,86 3,19 2,98 1,69 3,07 
 
Tav. 2C: medie ed errori standard della densità dell’emolinfa (g L-1) durante 
l’Esposizione graduale alle diverse salinità. 
 
6 PSU 0h 3h 8h 24h 48h 14d 
media 2,59 3,38 2,92 3,23 2,28 1,90 
es 0,28 0,35 0,29 0,38 0,46 0,61 
 
      
16 PSU 0h 3h 8h 24h 48h 14d 
media 3,66 3,58 3,10 3,65 4,09 3,00 
es 0,49 0,50 0,45 0,46 0,58 0,28 
       
26 PSU 0h 3h 8h 24h 48h 14d 
media 4,69 4,07 3,52 3,76 3,04 4,31 
es 0,44 0,40 0,42 0,37 0,33 0,57 
       
46 PSU 0h 3h 8h 24h 48h 14d 
media 4,36 4,41 4,05 4,24 3,98 4,76 
es 0,53 0,39 0,38 0,28 0,29 0,47 
 
Tav. 2D: medie ed errori standard delle proteine totali nell’emolinfa (g dL-1) durante 
l’Esposizione graduale alle diverse salinità. 
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6 PSU 0h 3h 8h 24h 48h 14d 
media 8,04 7,96 7,93 7,95 7,89 7,92 
es 0,02 0,02 0,05 0,03 0,04 0,10 
 
      
16 PSU 0h 3h 8h 24h 48h 14d 
media 7,73 7,76 7,80 7,92 8,02 7,72 
es 0,02 0,03 0,04 0,04 0,03 0,02 
 
      
26 PSU 0h 3h 8h 24h 48h 14d 
media 7,75 7,75 7,78 7,89 7,75 7,83 
es 0,01 0,05 0,01 0,01 0,02 0,04 
       
46 PSU 0h 3h 8h 24h 48h 14d 
media 7,60 7,74 7,76 7,79 7,93 7,84 
es 0,02 0,01 0,03 0,02 0,04 0,02 
 
Tav. 2E: medie ed errori standard del pH dell’emolinfa durante l’Esposizione graduale 
alle diverse salinità. 
 
6 PSU 0h 3h 24h 14d 
media 0,24 0,31 0,15 0,26 
es 0,02 0,03 0,01 0,04 
     
16 PSU 0h 3h 24h 14d 
media 0,22 0,20 0,20 0,36 
es 0,03 0,02 0,04 0,06 
     
26 PSU 0h 3h 24h 14d 
media 0,19 0,29 0,14 0,16 
es 0,04 0,02 0,02 0,02 
     
46 PSU 0h 3h 24h 14d 
media 0,31 0,32 0,24 0,28 
es 0,08 0,06 0,04 0,09 
 
Tav. 2F: medie ed errori standard della concentrazione di ammoniaca (mmoL L-1)  
durante l’Esposizione graduale alle diverse salinità. 
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6 PSU 0h 3h 24h 14d 
media 8,28 6,01 5,42 7,56 
es 0,34 0,20 0,38 0,25 
 
    
16 PSU 0h 3h 24h 14d 
media 7,46 7,26 7,10 8,01 
es 0,10 0,09 0,08 0,32 
     
26 PSU 0h 3h 24h 14d 
media 7,92 8,13 7,95 7,99 
es 0,12 0,18 0,09 0,05 
     
46 PSU 0h 3h 24h 14d 
media 10,52 9,87 10,41 12,19 
es 0,35 0,28 0,26 0,47 
 
Tav. 2G: medie ed errori standard della concentrazione dei cloruri (mmoL L-1) 
nell’emolinfa  durante l’Esposizione graduale alle diverse salinità. 
 
6 PSU 0h 3h 24h 14d 
media 8,23 5,25 7,69 6,88 
es 0,21 0,26 0,50 0,38 
 
    
16 PSU 0h 3h 24h 14d 
media 9,57 7,43 7,72 8,91 
es 0,42 0,29 0,33 0,65 
     
26 PSU 0h 3h 24h 14d 
media 11,05 11,14 10,92 9,38 
es 0,39 0,57 0,54 0,35 
     
46 PSU 0h 3h 24h 14d 
media 13,42 13,41 14,39 15,09 
es 0,30 0,29 0,60 0,73 
 
Tav. 2H: medie ed errori standard della concentrazione del calcio (mmoL L-1) 
nell’emolinfa durante l’Esposizione graduale alle diverse salinità. 
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18° C 0h 3h 8h 24h 48h 
media 3,90 4,30 4,40 3,60 3,60 
es 0,55 0,62 0,50 0,43 0,34 
      
6° C 0h 3h 8h 24h 48h 
media 4,30 9,50 9,30 6,80 6,90 
es 0,33 0,96 1,09 1,19 1,04 
      
12° C 0h 3h 8h 24h 48h 
media 2,70 3,80 2,80 2,60 2,90 
es 0,50 0,77 0,36 0,64 0,38 
      
24° C 0h 3h 8h 24h 48h 
media 2,70 4,90 3,40 3,20 2,88 
es 0,26 0,55 0,34 0,29 0,23 
      
30° C 0h 3h 8h 24h 48h 
media 2,90 4,20 4,10 3,86 9,33 
es 0,31 0,68 0,74 1,08 6,33 
 
Tav. 3A: medie ed errori standard di glicemia (mg dL-1) durante l’Esposizione diretta 
alle diverse temperature. L’errore standard al tempo 48h nel gruppo Esposto a 30° C è 
dovuto alla variabilità delle risposte fisiologiche misurate negli individui sopravvissuti 
(n=3). 
 
18° C 0h 3h 8h 24h 48h 
media 4,71 5,14 4,69 5,39 4,58 
es 0,57 0,88 0,58 0,70 0,41 
      
6° C 0h 3h 8h 24h 48h 
media 3,88 11,30 6,53 2,50 2,75 
es 0,47 3,54 1,87 0,29 0,40 
      
12° C 0h 3h 8h 24h 48h 
media 4,71 1,63 2,49 4,37 2,26 
es 0,29 0,12 0,62 2,04 0,43 
      
24° C 0h 3h 8h 24h 48h 
media 3,83 4,21 3,90 3,56 3,09 
es 0,39 0,75 0,67 0,63 0,28 
      
30° C 0h 3h 8h 24h 48h 
media 3,25 4,01 3,23 2,76 17,03 
es 0,26 0,44 0,35 0,35 11,03 
 
Tav. 3B: medie ed errori standard di acido lattico (mg dL-1) durante l’Esposizione 
diretta alle diverse temperature. L’errore standard al tempo 48h nel gruppo Esposto a 
30° C è dovuto alla variabilità delle risposte fisiologiche misurate negli individui 
sopravvissuti (n=3). 
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18° C 0h 3h 8h 24h 48h 
media 1046,30 1046,40 1045,10 1041,30 1035,80 
es 4,62 4,57 4,20 3,63 2,21 
      
6° C 0h 3h 8h 24h 48h 
media 1063,80 1062,60 1059,20 1054,10 1053,00 
es 2,81 2,85 2,89 3,25 3,01 
      
12° C 0h 3h 8h 24h 48h 
media 1053,20 1047,40 1044,10 1042,90 1043,60 
es 5,23 5,29 4,90 5,08 5,40 
      
24° C 0h 3h 8h 24h 48h 
media 1044,20 1043,20 1041,40 1041,60 1044,75 
es 3,22 2,98 2,89 2,38 3,14 
 
     
30° C 0h 3h 8h 24h 48h 
media 1048,50 1047,50 1049,40 1052,00 1057,33 
es 5,29 4,73 5,03 5,07 6,12 
 
Tav. 3C: medie ed errori standard della densità dell’emolinfa (g L-1) durante 
l’Esposizione diretta alle diverse temperature. 
 
18° C 0h 3h 8h 24h 48h 
media 2,74 2,41 2,18 1,69 1,65 
es 0,55 0,46 0,37 0,26 0,27 
      
6° C 0h 3h 8h 24h 48h 
media 5,35 4,88 4,34 3,85 3,89 
es 0,33 0,27 0,22 0,22 0,21 
      
12° C 0h 3h 8h 24h 48h 
media 3,83 3,11 2,67 3,52 3,97 
es 0,48 0,39 0,29 0,44 0,53 
      
24° C 0h 3h 8h 24h 48h 
media 2,61 2,30 2,41 2,38 2,49 
es 0,38 0,33 0,32 0,33 0,39 
 
     
30° C 0h 3h 8h 24h 48h 
media 3,03 2,58 2,49 2,74 3,49 
es 0,60 0,50 0,56 0,61 0,69 
 
Tav. 3D: medie ed errori standard della concentrazione di proteine totali nell’emolinfa 
(g dL-1) durante l’Esposizione diretta alle diverse temperature. 
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18° C 0h 3h 8h 24h 48h 
media 7,71 7,73 7,70 7,73 7,69 
es 0,07 0,06 0,04 0,03 0,05 
      
6° C 0h 3h 8h 24h 48h 
media 7,63 7,78 7,70 7,64 7,65 
es 0,07 0,04 0,02 0,02 0,03 
      
12° C 0h 3h 8h 24h 48h 
media 7,68 7,86 7,89 7,88 7,92 
es 0,01 0,02 0,05 0,04 0,03 
      
24° C 0h 3h 8h 24h 48h 
media 7,64 7,87 7,96 8,00 7,99 
es 0,02 0,01 0,02 0,02 0,02 
 
     
30° C 0h 3h 8h 24h 48h 
media 7,76 7,82 7,87 7,95 8,08 
es 0,03 0,02 0,02 0,02 0,06 
 
Tav. 3E: medie ed errori standard del pH nell’emolinfa durante l’Esposizione diretta 
alle diverse temperature. 
 
18° C 0h 3h 24h 
media 0,28 0,24 0,14 
es 0,09 0,08 0,02 
    
6° C 0h 3h 24h 
media 0,17 0,08 0,14 
es 0,04 0,02 0,05 
    
12° C 0h 3h 24h 
media 0,24 0,14 0,10 
es 0,04 0,02 0,02 
    
24° C 0h 3h 24h 
media 0,27 0,20 0,26 
es 0,10 0,04 0,03 
    
30° C 0h 3h 24h 
media 0,17 0,23 0,18 
es 0,01 0,04 0,01 
 
Tav. 3F: medie ed errori standard della concentrazione di ammoniaca (mmoL L-1) 
nell’emolinfa durante l’Esposizione diretta alle diverse temperature. 
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6° C 0h 3h 8h 24h 48h 14d 
media 5,40 5,10 6,40 5,40 5,10 3,40 
es 0,85 0,64 0,64 0,73 0,74 0,31 
       
12° C 0h 3h 8h 24h 48h 14d 
media 3,70 3,40 3,50 3,00 4,80 3,10 
es 0,62 0,52 0,48 0,33 0,73 0,38 
       
24°C 0h 3h 8h 24h 48h 14d 
media 4,20 5,40 4,80 5,60 7,00 5,00 
es 0,59 0,52 0,51 0,56 1,09 1,26 
       
30°C 0h 3h 8h 24h 48h 14d 
media 4,90 4,80 3,20 3,50 3,00   
es 0,41 0,84 0,55 0,62 0,45   
 
Tav. 4A: medie ed errori standard di glicemia (mg dL-1) durante l’Esposizione graduale 
alle diverse temperature. 
 
6°C 0h 3h 8h 24h 48h 14d 
media 2,74 3,04 1,91 2,14 2,79 1,63
es 0,43 0,87 0,11 0,27 0,45 0,16
       
12°C 0h 3h 8h 24h 48h 14d 
media 2,25 2,20 2,82 3,84 2,53 2,16
es 0,25 0,23 0,33 1,85 0,36 0,14
 
      
24°C 0h 3h 8h 24h 48h 14d 
media 2,71 2,02 3,77 3,00 3,16 4,05
es 0,50 0,22 1,03 0,46 0,40 1,02
       
30°C 0h 3h 8h 24h 48h 14d 
media 18,55 18,02 21,29 25,94 22,82  
es 1,88 0,50 0,69 0,68 2,20  
 
Tav. 4B: medie ed errori standard di acido lattico (mg dL-1) durante l’Esposizione 
graduale alle diverse temperature. 
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6°C 0h 3h 8h 24h 48h 14d 
media 1052,60 1052,20 1050,30 1047,00 1046,70 1046,10 
es 5,54 5,04 4,42 3,90 3,85 3,99 
       
12°C 0h 3h 8h 24h 48h 14d 
media 1063,90 1057,70 1053,70 1050,60 1054,60 1044,20 
es 3,33 2,65 2,25 2,40 2,90 2,30 
       
24°C 0h 3h 8h 24h 48h 14d 
media 1048,90 1046,60 1044,90 1044,30 1044,33 1042,50 
es 5,00 4,59 4,05 4,05 3,81 3,10 
       
30°C 0h 3h 8h 24h 48h 14d 
media 1027,80 1025,40 1027,00 1023,50 1024,67  
es 2,13 2,21 2,31 1,93 1,93  
 
Tav. 4C: medie ed errori standard della densità dell’emolinfa (g L-1) durante 
l’Esposizione graduale alle diverse temperature. 
 
6°C 0h 3h 8h 24h 48h 14d 
media 3,85 3,70 3,40 3,19 3,07 2,88 
es 0,56 0,54 0,37 0,32 0,37 0,43 
       
12°C 0h 3h 8h 24h 48h 14d 
media 5,59 4,90 5,05 4,59 4,32 3,83 
es 0,36 0,30 0,27 0,27 0,35 0,39 
 
      
24°C 0h 3h 8h 24h 48h 14d 
media 4,20 3,55 2,68 3,12 4,06 3,89 
es 0,50 0,48 0,42 0,45 0,53 0,43 
       
30°C 0h 3h 8h 24h 48h 14d 
media 4,05 3,92 4,37 4,12 3,68  
es 0,58 0,48 0,72 0,50 0,46  
 
Tav. 4D: medie ed errori standard della concentrazione di proteine totali nell’emolinfa 
(g dL-1) durante l’Esposizione graduale alle diverse temperature. 
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6°C 0h 3h 8h 24h 48h 14d 
media 7,63 7,72 7,66 7,72 7,69 7,64 
es 0,03 0,03 0,02 0,03 0,03 0,05 
       
12°C 0h 3h 8h 24h 48h 14d 
media 7,74 7,73 7,74 7,77 7,79 7,69 
es 0,02 0,03 0,01 0,03 0,04 0,03 
       
24°C 0h 3h 8h 24h 48h 14d 
media 7,70 7,71 7,74 7,75 7,89 7,68 
es 0,03 0,01 0,03 0,03 0,06 0,04 
       
30°C 0h 3h 8h 24h 48h 14d 
media 7,39 7,64 7,76 7,71 7,75  
es 0,05 0,02 0,02 0,05 0,03  
 
Tav. 4E: medie ed errori standard del pH nell’emolinfa durante l’Esposizione graduale 
alle diverse temperature. 
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24-24° 0h 3h 8h 24h 48h 
media 2,50 5,70 5,50 9,80 10,44 
es 0,22 0,86 1,13 0,25 0,41 
      
24-30° 0h 3h 8h   
media 3,90 7,20 6,40   
es 0,38 0,42 0,93   
      
18-18°  0h 3h 8h 24h 48h 
media 3,30 6,80 6,80 5,50 8,40 
es 0,21 0,92 0,59 0,54 0,60 
      
18-4°  0h 3h 8h 24h 48h 
media 3,90 7,30 10,67 23,14   
es 0,71 0,93 1,18 5,23   
      
18-24°  0h 3h 8h 24h 48h 
media 3,30 4,90 6,30 8,40 4,33 
es 0,40 0,84 0,63 1,83 0,33 
 
Tav. 5A: medie ed errori standard di glicemia (mg dL-1) durante l’emersione alle diverse 
temperature. 
 
24-24° 0h 3h 8h 24h 48h 
media 4,81 8,01 7,35 4,38 7,82 
es 0,50 1,03 1,10 0,48 2,27 
 
     
24-30° 0h 3h 8h   
media 2,68 22,76 29,97   
es 0,43 6,67 14,46   
 
     
18-18° 0h 3h 8h 24h 48h 
media 2,11 4,48 5,94 6,33 7,06 
es 0,14 1,56 2,84 3,07 4,90 
      
18-4° 0h 3h 8h 24h 48h 
media 2,61 8,03 9,02 28,40   
es 0,40 1,21 3,50 14,89   
 
     
18-24° 0h 3h 8h 24h 48h 
media 2,39 4,07 6,82 12,03 2,63 
es 0,24 1,01 2,60 4,37 0,73 
 
Tav. 5B: medie ed errori standard di acido lattico (mg dL-1) durante l’emersione alle 
diverse temperature. 
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24-24° 0h 3h 8h 24h 48h 
media 1039,50 1040,70 1039,80 1039,00 1040,56 
es 1,71 1,36 1,60 1,43 1,58 
 
     
24-30° 0h 3h 8h   
media 1047,70 1048,00 1049,80   
es 3,79 3,11 3,07   
      
18-18° 0h 3h 8h 24h 48h 
media 1047,00 1046,40 1045,10 1044,80 1044,60 
es 3,82 3,96 3,89 3,63 3,59 
      
18-4° 0h 3h 8h 24h 48h 
media 1055,30 1053,60 1050,56 1052,86   
es 3,43 3,69 3,47 3,69   
 
     
18-24° 0h 3h 8h 24h 48h 
media 1045,10 1044,20 1045,10 1045,10 1044,33 
es 2,74 2,73 2,53 2,53 4,18 
 
Tav. 5C: medie ed errori standard della densità dell’emolinfa (g L-1) durante 
l’emersione alle diverse temperature. 
 
24-24° 0h 3h 8h 24h 48h 
media 1,98 1,75 1,78 1,69 1,59 
es 0,22 0,11 0,17 0,18 0,18 
 
     
24-30° 0h 3h 8h   
media 3,07 2,42 2,75   
es 0,36 0,36 0,26   
 
     
18-18° 0h 3h 8h 24h 48h 
media 3,81 3,65 3,86 3,34 2,72 
es 0,45 0,43 0,36 0,40 0,35 
      
18-4° 0h 3h 8h 24h  
media 3,95 3,33 3,27 3,43  
es 0,38 0,44 0,31 0,32  
      
18-24° 0h 3h 8h 24h 48h 
media 4,10 3,63 3,13 3,39 2,88 
Es 0,35 0,32 0,36 0,25 0,39 
 
Tav. 5D: medie ed errori standard della concentrazione di proteine totali nell’emolinfa 
(g dL-1) durante l’emersione alle diverse temperature. 
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24-24° 0h 3h 8h 24h 48h 
media 7,74 7,97 7,90 8,11 8,24 
es 0,01 0,03 0,03 0,02 0,05 
 
     
24-30° 0h 3h 8h   
media 7,56 7,63 7,72   
es 0,03 0,03 0,02   
      
18-18° 0h 3h 8h 24h 48h 
media 7,63 7,65 7,77 7,79 7,78 
es 0,02 0,03 0,02 0,02 0,03 
      
18-4° 0h 3h 8h 24h 48h 
media 7,52 7,55 7,71 7,56   
es 0,01 0,03 0,02 0,07   
      
18-24° 0h 3h 8h 24h 48h 
media 7,55 7,68 7,80 8,10 7,95 
es 0,02 0,02 0,02 0,02 0,04 
 
Tav. 5E: medie ed errori standard del pH nell’emolinfa durante l’emersione alle diverse 
temperature. 
 
24-24° 0h 3h 24h 
media 8,05 7,75 9,10 
es 0,29 0,44 0,32 
    
24-30° 0h 3h  
media 9,79 9,95  
es 0,17 0,14  
    
18-18° 0h 3h 24h 
media 8,85 9,50 9,02 
es 0,18 0,28 0,11 
    
18-4° 0h 3h 24h 
media 10,00 9,14 9,34 
es 0,37 0,20 0,18 
    
18-24° 0h 3h 24h 
media 9,45 9,41 11,47 
es 0,34 0,13 0,35 
 
Tav. 5F: medie ed errori standard della concentrazione dei cloruri (mmoL L-1) 
nell’emolinfa  durante l’emersione alle diverse temperature. 
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24-24° 0h 3h 24h 
media 13,96 14,43 13,95 
es 0,78 0,30 0,34 
    
24-30° 0h 3h  
media 17,98 18,08  
es 0,32 0,32  
    
18-18° 0h 3h 24h 
media 14,18 14,45 14,78 
es 0,38 0,29 0,48 
    
18-4° 0h 3h 24h 
media 16,23 16,75 18,12 
es 0,35 0,27 0,38 
    
18-24° 0h 3h 24h 
media 14,97 15,58 16,55 
es 0,21 0,30 0,55 
 
Tav. 5G: medie ed errori standard della concentrazione del calcio (mmoL L-1) 
nell’emolinfa  durante l’emersione alle diverse temperature. 
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Palaemon elegans 
 
6PSU 0h 3h 8h 24h 48h 
media 12,20 14,4 15,8 14,4 17 
es 0,58 2,82 2,52 1,21 1,10 
      
16PSU 0h 3h 8h 24h 48h 
media 12,20 16,80 13,75 13,60 15,00 
es 0,58 3,84 1,75 1,91 1,22 
      
26PSU 0h 3h 8h 24h 48h 
media 12,20 14,4 18,8 15,4 15,4 
es 0,58 1,03 1,36 1,50 2,01 
      
46PSU 0h 3h 8h 24h 48h 
media 12,20 22,00 15,5 11,80 15,80 
es 0,58 2,97 3,52 2,08 1,39 
 
Tav. 6A: medie ed errori standard di glicemia (mg dL-1) durante l’Esposizione diretta 
alle diverse salinità. 
 
6PSU 0h 3h 8h 24h 48h 
media 6,62 22,16 21,14 27,32 18,90 
es 1,16 2,49 1,52 2,32 2,09 
      
16PSU 0h 3h 8h 24h 48h 
media 6,62 22,88 30,48 14,44 13,80 
es 1,16 1,83 1,53 1,76 1,36 
      
26PSU 0h 3h 8h 24h 48h 
media 6,62 23,50 15,72 20,48 6,88 
es 1,16 1,55 2,28 2,26 0,87 
      
46PSU 0h 3h 8h 24h 48h 
media 6,62 26,08 28,55 12,56 24,28 
es 1,16 7,56 1,24 2,96 1,51 
 
Tav. 6B: medie ed errori standard di acido lattico (mg dL-1) durante l’Esposizione 
diretta alle diverse salinità. 
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6PSU 0h 3h 8h 24h 48h 
media 1099,60 1085,20 1109,60 1084,80 1120,00 
es 6,24 6,65 6,76 5,31 2,28 
      
16PSU 0h 3h 8h 24h 48h 
media 1099,60 1063,60 1068,50 1067,20 1051,60 
Es 6,24 6,49 10,72 5,08 7,49 
      
26PSU 0h 3h 8h 24h 48h 
media 1099,60 1117,60 1113,20 1110,40 1102,4 
es 6,24 9,99 7,06 7,70 3,06 
      
46PSU 0h 3h 8h 24h 48h 
media 1099,60 1076,80 1059,50 1062,00 1069,20 
es 6,24 11,67 4,99 3,52 3,38 
 
Tav. 6: medie ed errori standard della densità dell’emolinfa (g L-1) durante 
l’Esposizione diretta alle diverse salinità. 
 
6PSU 0h 3h 8h 24h 48h 
media 6,51 8,13 9,60 6,39 8,66 
es 0,84 0,39 0,39 0,56 0,49 
      
16PSU 0h 3h 8h 24h 48h 
media 6,51 6,02 7,00 5,83 5,42 
es 0,84 0,76 0,40 0,39 0,58 
      
26PSU 0h 3h 8h 24h 48h 
media 6,51 8,28 9,17 8,07 7,70 
es 0,84 0,84 0,70 0,85 0,49 
      
46PSU 0h 3h 8h 24h 48h 
media 6,51 5,84 5,24 5,71 5,81 
es 0,84 0,87 0,81 0,72 0,23 
 
Tav. 6D: medie ed errori standard della concentrazione di proteine totali nell’emolinfa 
(g dL-1) durante l’Esposizione diretta alle diverse salinità. 
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6PSU 0h 3h 8h 24h 48h 
media 7,62 7,96 7,89 7,99 7,64 
es 0,04 0,01 0,02 0,04 0,05 
      
16PSU 0h 3h 8h 24h 48h 
media 7,62 7,65 7,69 7,72 7,68 
es 0,04 0,03 0,03 0,05 0,04 
      
26PSU 0h 3h 8h 24h 48h 
media 7,62 7,91 7,79 7,97 7,71 
es 0,04 0,04 0,02 0,06 0,02 
      
46PSU 0h 3h 8h 24h 48h 
media 7,62 7,52 7,59 7,65 7,68 
es 0,04 0,02 0,03 0,04 0,04 
 
Tav. 6E: medie ed errori standard dei valori di pH durante l’Esposizione diretta alle 
diverse salinità. 
 
6PSU 0h 3h 24h 
media 5,64 8,65 7,90 
es 0,80 1,00 1,05 
    
16PSU 0h 3h 24h 
media 5,64 6,65 6,09 
es 0,80 0,45 0,54 
    
26PSU 0h 3h 24h 
media 5,64 7,06 8,46 
es 0,80 0,60 0,31 
    
46PSU 0h 3h 24h 
media 5,64 7,00 8,23 
es 0,80 0,68 0,21 
 
Tav. 6F: medie ed errori standard della concentrazione dei cloruri (mmoL L-1) 
nell’emolinfa  durante l’Esposizione diretta alle diverse salinità. 
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6PSU 0h 3h 24h 
media 11,23 10,22 8,20 
es 0,34 0,89 0,97 
    
16PSU 0h 3h 24h 
media 11,23 10,12 10,03 
es 0,34 0,83 0,76 
    
26PSU 0h 3h 24h 
media 11,23 11,00 12,82 
es 0,34 0,75 0,73 
    
46PSU 0h 3h 24h 
media 11,23 12,35 11,21 
es 0,34 0,85 0,70 
 
Tav. 6G: medie ed errori standard della concentrazione del calcio (mmoL L-1) 
nell’emolinfa durante l’Esposizione diretta alle diverse salinità. 
 
6 PSU 0h      
media 12,50      
es 1,50      
  
     
16PSU 0h      
media 10,50      
es 0,29      
       
26PSU 0h 3h 8h 24h 48h 14d 
media 10,75 11,25 12,75 11,75 11,5 10 
es 0,48 1,11 1,44 1,11 0,65 0,58 
       
46PSU 0h 3h 8h 24h 48h 14d 
media 12,50 13,75 11,25 10,50 9,50 10,50 
es 1,04 1,03 1,03 0,50 0,87 0,50 
 
Tav. 7A: medie ed errori standard di glicemia (mg dL-1) durante l’Esposizione graduale 
alle diverse salinità. 
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6 PSU 0h      
media 7,50      
es 0,80      
  
     
16 PSU 0h      
media 5,13      
es 1,18      
       
26 PSU 0h 3h 8h 24h 48h 14d 
media 12,45 20,8 14,15 12,58 8,53 7,33 
es 2,06 10,51 2,60 2,78 1,72 1,82 
       
46 PSU 0h 3h 8h 24h 48h 14d 
media 10,85 10,25 6,45 3,00 5,43 4,78 
es 2,51 1,65 1,37 0,38 0,34 0,79 
 
Tav. 7B: medie ed errori standard di acido lattico (mg dL-1) durante l’Esposizione 
graduale alle diverse salinità. 
 
6 PSU 0h      
media 1063,00      
es 13,00      
       
16 PSU 0h      
media 1038,00      
es 3,16      
       
26 PSU 0h 3h 8h 24h 48h 14d 
media 1059,00 1059 1055 1059,5 1065 1060 
es 3,42 5,20 3,11 6,02 5,00 4,00 
       
46 PSU 0h 3h 8h 24h 48h 14d 
media 1078,50 1054,50 1064,5 1066,00 1068,00 1058,50 
es 6,08 5,97 6,85 2,71 9,56 3,59 
 
Tav. 7C: medie ed errori standard della densità dell’emolinfa (g L-1) durante 
l’Esposizione graduale alle diverse salinità. 
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6 PSU 0h      
media 4,62      
es 0,33      
       
16 PSU 0h      
media 3,21      
es 0,37      
       
26 PSU 0h 3h 8h 24h 48h 14d 
media 3,71 4,17 3,68 3,38 4,66 3,31 
es 0,27 0,52 0,19 0,32 0,90 0,48 
       
46 PSU 0h 3h 8h 24h 48h 14d 
media 5,78 4,13 5,06 4,86 5,06 3,41 
es 0,63 0,35 0,82 0,27 0,39 0,52 
 
Tav. 7D: medie ed errori standard delle proteine totali nell’emolinfa (g dL-1) durante 
l’Esposizione graduale alle diverse salinità. 
 
6 PSU 0h      
media 7,46      
es 0,05      
       
16 PSU 0h      
media 7,35      
es 0,04      
       
26 PSU 0h 3h 8h 24h 48h 14d 
media 7,62 7,5625 7,565 7,4675 7,5125 7,49 
es 0,03 0,05 0,08 0,02 0,02 0,01 
       
46 PSU 0h 3h 8h 24h 48h 14d 
media 7,73 7,85 7,76 7,71 7,58 7,64 
es 0,03 0,02 0,02 0,02 0,01 0,04 
 
Tav. 7E: medie ed errori standard del pH dell’emolinfa durante l’Esposizione graduale 
alle diverse salinità. 
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6 PSU 0h     
media 4,92     
es 0,27     
      
16 PSU 0h     
media 6,14     
es 0,13     
     
26 PSU 0h 3h 24h 14d 
media 7,55 7,57 7,33 6,99 
es 0,33 0,37 0,51 0,19 
     
46 PSU 0h 3h 24h 14d 
media 9,04 9,75 9,27 9,22 
es 0,88 1,33 0,52 0,53 
 
Tav. 7F: medie ed errori standard della concentrazione dei cloruri (mmoL L-1) 
nell’emolinfa  durante l’Esposizione graduale alle diverse salinità. 
 
6 PSU 0h     
media 11,83     
es 0,22     
      
16 PSU 0h     
media 16,95     
es 1,71     
     
26 PSU 0h 3h 24h 14d 
media 17,41 13,70 15,84 11,93 
es 1,23 0,35 1,02 0,34 
     
46 PSU 0h 3h 24h 14d 
media 23,29 20,70 21,19 19,21 
es 1,87 0,28 0,78 1,28 
 
Tav. 7G: medie ed errori standard della concentrazione del calcio (mmoL L-1) 
nell’emolinfa durante l’Esposizione graduale alle diverse salinità. 
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6° C 0h 3h 8h 24h 48h 
media 11,80 16,40 12,20 12,00 11,60 
es 0,66 1,21 0,80 1,18 1,12 
      
12° C 0h 3h 8h 24h 48h 
media 11,80 10,40 10,60 11,60 11,20 
es 0,66 0,51 0,40 1,25 0,73 
      
24° C 0h 3h 8h 24h  
media 11,20 19,80 22,20 16,80  
es 0,80 2,65 2,65 1,43  
     
 
30° C 0h 3h 8h   
media 11,20 30,80 16,40   
es 0,80 2,85 2,98   
 
Tav. 8A: medie ed errori standard di glicemia (mg dL-1) durante l’Esposizione diretta 
alle diverse temperature. 
 
6° C 0h 3h 8h 24h 48h 
media 4,44 11,42 10,20 10,60 6,76 
es 0,61 1,14 1,79 2,95 0,93 
      
12° C 0h 3h 8h 24h 48h 
media 4,44 4,12 6,12 10,10 11,20 
es 0,61 0,93 1,08 1,71 3,75 
      
24° C 0h 3h 8h 24h  
media 6,88 22,28 11,70 74,94  
es 0,61 10,92 2,10 21,30  
      
30° C 0h 3h 8h   
media 6,88 17,04 27,64   
es 0,61 2,70 6,27   
 
Tav. 8B: medie ed errori standard di acido lattico (mg dL-1) durante l’Esposizione 
diretta alle diverse temperature. 
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6° C 0h 3h 8h 24h 48h 
media 1086,80 1054,80 1053,20 1058,40 1060,00 
es 6,89 4,13 3,07 3,66 4,82 
      
12° C 0h 3h 8h 24h 48h 
media 1086,80 1058,80 1064,00 1064,80 1057,20 
es 6,89 3,26 7,24 5,54 4,13 
     
 
24° C 0h 3h 8h 24h  
media 1106,40 1122,00 1122,00 1127,60  
es 11,62 5,90 5,33 12,86  
      
30° C 0h 3h 8h   
media 1106,40 1106,80 1084,40   
es 11,62 5,46 11,12   
 
Tav. 8C: medie ed errori standard della densità dell’emolinfa (g L-1) durante 
l’Esposizione diretta alle diverse temperature. 
 
6° C 0h 3h 8h 24h 48h 
media 5,38 3,55 3,43 3,74 3,53 
es 0,49 0,42 0,22 0,52 0,41 
      
12° C 0h 3h 8h 24h 48h 
media 5,38 3,70 4,57 5,26 2,81 
es 0,49 0,44 0,90 0,44 0,39 
      
24° C 0h 3h 8h 24h  
media 7,83 8,91 9,84 9,51  
es 1,19 0,27 0,32 1,89  
      
30° C 0h 3h 8h   
media 7,83 8,15 9,29   
es 1,19 0,74 0,84   
 
Tav. 8D: medie ed errori standard della concentrazione di proteine totali nell’emolinfa 
(g dL-1) durante l’Esposizione diretta alle diverse temperature. 
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6° C 0h 3h 8h 24h 48h 
media 7,56 7,48 7,53 7,50 7,42 
es 0,03 0,02 0,04 0,03 0,03 
      
12° C 0h 3h 8h 24h 48h 
media 7,56 7,60 7,70 7,68 7,81 
es 0,03 0,04 0,03 0,02 0,02 
      
24° C 0h 3h 8h 24h  
media 7,94 8,05 7,83 7,98  
es 0,08 0,05 0,05 0,02  
      
30° C 0h 3h 8h   
media 7,94 7,97 8,00   
es 0,08 0,04 0,01   
 
Tav. 8E: medie ed errori standard del pH nell’emolinfa durante l’Esposizione diretta 
alle diverse temperature. 
 
6° C 0h 3h 8h 24h 48h 14d 
media 9,25 10,75 10,50 12,25 10,25 10,00 
es 0,95 1,11 0,96 1,03 0,63 0,41 
       
12° C 0h 3h 8h 24h 48h 14d 
media 9,25 11,75 10,50 11,50 10,50 9,50 
es 0,75 2,53 1,66 1,26 1,26 0,29 
 
Tav. 9A: medie ed errori standard di glicemia (mg dL-1) durante l’Esposizione graduale 
alle diverse temperature. 
 
6° C 0h 3h 8h 24h 48h 14d 
media 15,05 11,38 19,15 21,85 6,35 22,45 
es 3,03 1,74 2,89 4,72 0,69 3,93 
       
12° C 0h 3h 8h 24h 48h 14d 
media 4,30 3,73 5,23 5,55 3,30 4,65 
es 0,47 0,31 0,58 0,68 0,70 0,98 
 
Tav. 9B: medie ed errori standard di acido lattico (mg dL-1) durante l’Esposizione 
graduale alle diverse temperature. 
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6° C 0h 3h 8h 24h 48h 14d 
media 1066,00 1059,00 1056,50 1067,50 1052,50 1058,50 
es 6,48 4,20 2,87 2,50 0,96 3,30 
       
12° C 0h 3h 8h 24h 48h 14d 
media 1108,00 1105,00 1077,00 1092,50 1073,25 1069,50 
es 9,20 8,70 3,11 1,50 6,70 6,65 
 
Tav. 9C: medie ed errori standard della densità dell’emolinfa (g L-1) durante 
l’Esposizione graduale alle diverse temperature. 
 
6° C 0h 3h 8h 24h 48h 14d 
media 4,43 3,10 3,39 4,31 2,94 4,14 
es 0,21 0,19 0,35 0,08 0,18 0,46 
       
12° C 0h 3h 8h 24h 48h 14d 
media 8,55 7,94 5,63 7,64 4,79 4,42 
es 0,50 0,71 0,42 0,43 0,24 0,85 
 
Tav. 9D: medie ed errori standard della concentrazione di proteine totali nell’emolinfa 
(g dL-1) durante l’Esposizione graduale alle diverse temperature. 
 
6° C 0h 3h 8h 24h 48h 14d 
media 7,46 7,47 7,47 7,42 7,57 7,50 
es 0,02 0,04 0,02 0,03 0,03 0,02 
       
12° C 0h 3h 8h 24h 48h 14d 
media 7,53 7,54 7,71 7,61 7,68 7,80 
es 0,05 0,04 0,04 0,04 0,05 0,01 
 
Tav. 9E: medie ed errori standard del pH nell’emolinfa durante l’Esposizione graduale 
alle diverse temperature. 
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Upogebia pusilla 
 
Acqua 0h 0,5h 1h 2h 3h 
media 7,00 7,60 8,40 10,20 8,60 
es 0,55 0,93 1,81 2,71 1,44 
 
     
Aria 0h 0,5h 1h 2h 3h 
media 6,00 6,20 8,40 13,20 11,00 
es 0,84 0,37 1,29 3,79 3,30 
 
Tav. 10A: medie ed errori standard di glicemia (mg dL-1) durante le prove di 
stabulazione e mantenimento alla’aria. 
 
Acqua 0h 0,5h 1h 2h 3h 
media 2,06 18,44 25,00 35,00 43,40 
es 0,25 14,50 13,48 18,98 17,17 
 
     
Aria 0h 0,5h 1h 2h 3h 
media 4,76 19,14 23,16 35,10 54,12 
es 1,91 9,73 6,14 3,81 9,68 
 
Tav. 10B: medie ed errori standard di acido lattico (mg dL-1) durante le prove di 
stabulazione e mantenimento alla’aria. 
 
Acqua 0h 0,5h 1h 2h 3h 
media 1066,80 1056,40 1049,20 1046,40 1045,20 
es 5,12 4,02 3,38 4,40 4,50 
 
     
Aria 0h 0,5h 1h 2h 3h 
media 1072,80 1058,80 1061,60 1058,00 1058,40 
es 6,89 2,58 3,97 4,20 3,43 
 
Tav. 10C: medie ed errori standard della densità dell’emolinfa (g L-1) durante le prove 
di stabulazione e mantenimento alla’aria. 
 
Prot 0h 0,5h 1h 2h 3h 
media 4,97 4,42 3,93 2,78 2,51 
es 0,27 0,54 0,77 0,54 0,56 
 
     
Prot 0h 0,5h 1h 2h 3h 
media 4,44 3,93 4,61 4,62 4,03 
es 0,45 0,23 0,25 0,17 0,25 
 
Tav. 10D: medie ed errori standard della concentrazione di proteine totali nell’emolinfa 
(g dL-1) durante le prove di stabulazione e mantenimento alla’aria. 
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pH 0h 0,5h 1h 2h 3h 
media 7,93 7,97 7,89 7,80 7,86 
es 0,02 0,04 0,05 0,05 0,07 
 
     
pH 0h 0,5h 1h 2h 3h 
media 7,92 8,01 7,73 7,79 7,99 
es 0,05 0,10 0,07 0,04 0,12 
 
Tav. 10E: medie ed errori standard del pH nell’emolinfa durante le prove di 
stabulazione e mantenimento alla’aria. 
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